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signaling  pathways  have  been  discovered  to  be  somehow  feed  into  the  autophagy 
regulatory  pathways.    In  several  diseases,  autophagic  fluxes  are  changed  which  has 
revealed that regulation of autophagy is complex and condition‐specific.  Here, we review 
the most well‐established concepts in this field as well as the reported signaling pathways 
or  components which  steer  the  autophagy machinery.    Furthermore, we will  highlight 
autophagic  fluxes are  changed  in various diseases either as  cause  for or as  response  to 











change  of  energy  requirement  or  to  decrease  the  accumulation  of  toxic  products.  
Normally, autophagy is responsible for removing long‐lived proteins, damaged organelles 
and protein aggregates.  So far, three types of autophagy have been reported, respectively 
named  macroautophagy,  microautophagy,  and  chaperone‐mediated  autophagy  (CMA) 
(figure 1).  The common feature they all share is that the cargo is eventually delivered into 




Macroautophagy,  microautophagy  and  chaperone‐mediated  autophagy  are  three  types  of 
autophagy  in mammals.   Here,  the main  steps  in  these  processes  as well  as  the most  important 
characteristic structures and the related mediators are presented. 
Macroautophagy  is  a multi‐step  and  time‐consuming  journey  for  cargo‐wrapping  and 










of autophagy  requires a  specific group of molecules,     named Autophagy‐related genes 
(ATGs).   UnƟl now, more  than 30 ATGs have been discovered  in  yeast[1]  and  they  are 
highly  conserved  among  eukaryotes[2].    On  the  other  hand,  there  are many  signaling 




enclose  the  cargo  for  degradation[3]  (Fig.  1B).    In  both  basal  and  stressed  conditions, 
microautophagy  has been reported to be involved in energy balance maintenance[4, 5]. 
Chaperone‐mediated autophagy  (CMA) uses KFERQ‐like  sequences  in protein  to deliver 
them into lysosome[6].  The recognition and delivery of cargo to the lysosome‐associated 





Considering  the  multiple  roles  of  autophagy  in  both  physiological  and  pathological 
processes,  better  understanding  how  autophagy  is  regulated  in  cells may  enlarge  our 
knowledge of  the maintenance of homeostasis, as well as  facilitate  the development of 
efficient  therapies  for  patients.  Here,  the  core  machinery  of  ATGs  and  the  upstream 
signaling pathways will be discussed separately. 
3‐1 	ATGs	
The  precise  collaboration  of  ATGs  is  essential  for  performing  autophagy  successfully.  
Based  on  their  functions,  especially  derived  from  detailed  studies  in  yeast,  ATGs  have 
been divided  into 6 groups:  (1)  the Atg1/ULK1 kinase complex,  (2) Atg9,  (3)  the class  III 
phosphaƟdylinositol  (PI)3–kinase  complex  (Atg6–Atg14‐Vps15–Vps34),  (4)  the  PI(3)P‐
binding Atg2–Atg18 complex, (5) the Atg12 conjugaƟon system (Atg12–Atg5–Atg16), and 
(6) the Atg8 conjugation system (Atg8–PE). (Fig. 2 and table 1) 
(1)  Autophagy  is  initiated  by  forming  a  double  lipid  bilayer,  which  is  either  newly 
synthesized or budded from existing membranes in the cytoplasm[10].  In Saccharomyces 
cerevisiae,  the  initiation  site  is  defined  as  the  pre‐autophagosomal  structure  (PAS)[11].  




























Vps34  and  Atg30‐Vps38‐Vps15‐Vps34,  which  respecƟvely  funcƟon  in  autophagy  and 
vacuole protein  sorting[17,  18]. Among  these  components, Vps34  is  the  one  known  to 
have PI3K acƟvity. Similarly, the mammalian homologue of Vps34, also known as PI3KC3 
(PI3K  class  III),  is  involved  in both autophagy  and endosomal  traﬃcking.   However,  the 




formation[21].    Beclin‐1  can  either  upregulate  or  downregulate  autophagic  activity 
through binding with diﬀerent partners.  Ambra1, Bif‐1, and VMP‐1 are Beclin‐1 partners 
that activate autophagy, whereas, Bcl‐2, ICP34.5 and M11 inhibit autophagy [22].   
(4) The Atg2–Atg18 complex  is  required  for nucleaƟon, especially  its PtdIns(3)P‐binding 
ability  is  critical  for  the  complex  to  localize  to  autophagic membranes,  endosomes  or 
vacuolar membrane [23].   






Figure 2.   Overview of  the main steps  in autophagy and  the main genes  involved  (based on  the 
research in yeast). 
(6) The Atg8  conjugation  to phosphatidylethanolamine  (PE)  is  the most  crucial  step  for 









Atg5–Atg16  complex  menƟoned  above;  another  is  processing  LC3  itself  [27].    Newly 
synthesized LC3 is firstly cleaved by Atg4 to become a cytosolic form (LC3 I), which keeps 
at the certain abundance in basal condition; then a fraction of LC3I is further activated by 
Atg7  (an  E1‐like  protein)[28]  and  Atg3  (an  E2‐like  protein)[29]  to  become  LCII  (the 
membrane‐binding form), this activation is much more intense in stress condition than in 
basal one.   
Even  though  the  core machinery  of  autophagy  has  been  rolled  out  as  being  complex 
already,  the  number  of  components  discovered  to  be  involved  in  this  network  still 
increases [30]. 
3‐2 How	to	measure	the	autophagic	flux?	
The  activity  of  autophagy  is  controlled  by  autophagosomal  formation  (input)  and 
autophagosomal  degradation  (output);  therefore,  the  speed  of  the  autophagosome 





(ON‐rate)  or  decreasing  autophagosome  degradation  (OFF‐rate).    AbbreviaƟon:  PI3K 
(PhosphoinosiƟde 3‐Kinase). 
(1)  LC3:    the  conversion of  LC3  can be demonstrated by Western Blot  (WB)[32]. When 
autophagy is induced, the band of LC3 will shiŌ from LC3I (18kDa) to LC3II (16kDa) on SDS‐
PAGE; but aŌer certain Ɵme point, LC3II goes down, because  it  is co‐degraded with  the 
autophagic cargo  in  lysosome.   Based on this property, one can block either synthesis or 
degradaƟon of LC3II using autophagic  inhibitors  (Fig. 6): Wortmannin and LY294002 can 
inhibit the autophagosome formation, thereby, erase the shiŌ of LC3 band on SDS‐PAGE; 









 (2)    p62/SQSTM1  is  responsible  for  cargo  selecting  and  transport  of  proteins  (not 




which  allow  us  to  observe  the  characteristic  puncta  structure  on  microscopy  by 
immunostaining LC3II or p62. 
(4)  The  autophagic  vesicles  or  membranous  structure  can  be  captured  by  Electron 
Microscopy(EM), the typical image is simply described in figure 6.    










The  mTOR  (mammalian  target  of  rapamycin)  serine  threonine  kinase  is  a  well‐
characterized  and  critical  node  of  cell metabolism[34],  and mainly  regulates  ribosomal 
biogenesis and protein translation[35].  It can respond to a wide range of different stimuli, 
such as growth  factors, amino acids, glucose, energy  status, osmotic  stress, heat  shock, 
reactive  oxygen  species  (ROS)  or  DNA  damage.    Therefore, mTOR  is  the most  studied 
network for autophagy regulation, because of its ability to timely sense the nutrient state, 
stress,  and  growth  factors  signal[36].    It  is  still  unclear  how mTOR  itself  is  regulated, 
although  the  phosphaƟdylinositol  3‐kinase  (PI3K)–AKT/protein  kinase  B  (PKB)  [37], 















modulated  to change  the  recruitment of  ribosomal  subunits as well as  the efficiency of 
cellular translation, thereby balance the protein synthesis to fit with cellular requirement 








(2)  The  second  complex,  mTORC2  consists,  besides  mTOR,  of  mLST8/GβL  and  Rictor 
(rapamycin‐insensitive companion of mTOR), which regulates  the Akt‐FOXO axis and the 
PKCα pathway, but not S6K1 or 4EBP1 [45].  mTORC2 has been considered as rapamycin‐
insensitive  complex[46].    Nevertheless  upon  prolonged  treatment,  rapamycin  also 
impedes on mTORC2[47].   
The knowledge about how mTOR regulates autophagy  is still  increasing.   The hypothesis, 
so far,  is that mTOR  inhibits the acƟvity and  locaƟon of ULK1/2 kinase [15, 48].   Besides, 
Rheb,  as  downstream  target  of  TSC1/TSC2,  acƟvates  mTORC1,  therefore  inhibits 







Calcium  signaling  is  another  generally  studied,  but  still  obscure  signaling  pathway, 
especially with  regards  to  its  role  in autophagy  regulation.   Calcium  is an  important and 
active  ion  involving  in almost every  cellular process[50, 51].   For exploring how  calcium 
influences autophagy, most of  the  researches  focuse on  the Ca2+  channels,  calcium‐rich 
organelles, and calcium‐sensitive kinases and proteases[52].   
Firstly,  a  stable  calcium  concentration  is  maintained  by  Ca2+  channels  through  two 
independent but closely linked processes[51]: (1) the slow, sustained entry of extracellular 
calcium, and (2) the rapid, transient release of calcium from store in the ER.  To replenish 
or  maintain  Ca2+  store,  Voltage‐Operated  Channels(VOCs),  Receptor‐Operated 
channels(ROCs)  and  Store‐Operated  Channels(SOCs)  required  in  cells  [51,  53].  
Importantly,  Ca2+  release  is  only  mediated  by  inositol  1,4,5‐trisphosphate(InsP3/IP3) 
receptors  (IP3Rs)  in  the  ER[51].    Therefore,  IP3Rs  play  a  critical  role  in  transient  Ca2+ 
signaling.   No  surprising,  IP3R  and  TRPML3  (a member  of  the  TRPML  subfamily  of  the 
transient receptor potential (TRP) channel superfamily) have shown to respectively inhibit 
and promote autophagy[54, 55].    
Secondly,  as  the  endoplasmic  reticulum  (ER)  is  responsible  for  storing  and  regulating 




Kinase‐β(CaMKKβ)[58],  elongation  factor‐2  kinase  (eEF‐2  kinase;  Ca2+/calmodulin‐
dependent kinase  III)[59] and AMP‐activated protein kinase(AMPK)[60] will be activated 
by abnormal cytoplasmic concentrations of calcium (Ca2+c) under stressed conditions, and 
these upstream sensors will  immediately  transmit  the signals  to downstream substrates 
for adjusting cellular metabolism in new microenvironment.  Autophagy will be activated 
to  release  more  amino  acids  in  these  conditions.    On  the  other  hand,  higher  Ca2+c 
increases activity of calpain,   which can cleave Atg5,  thereby    inhibiting autophagosome 
formation [61]. 
3‐3‐3 The Unfolded Protein Response 
Except modulation of  cellular  calcium,  the  ER  is  also  a  protein  factory  that  synthesizes 
membrane bound and  secretary proteins  [62].   Protein homeostasis  in  the ER  is mainly 
controlled by  the Unfolded Protein Response  (UPR).   The UPR  consists of  three parallel 
branches: ATF6  (acƟvaƟng  transcripƟon  factor 6), PERK  (double‐stranded RNA‐activated 
protein kinase (PKR)–like ER kinase), and IRE1 (inositol requiring enzyme 1) (see figure 4).  





box  binding  protein  1),  this  step  produces  XBP1s  (the  spliced  mRNA)  which  then 











The UPR  is mediated by  the ATF6, PERK, and  IRE1 pathways.    (1) AŌer  cleavage, ATF6  is able  to 
upregulate the expression of chaperones.     (2) PERK  is responsible for eIF2α activation.   Activated  , 







isomerase  and  GRP94  (glucose‐regulated  protein  94;  a  chaperone  of  the  Hsp90 
family)[68].    Thus,  the  ATF6  pathway  primarily  aims  to  induce  the  expression  of  ER 
chaperones.   Under certain condiƟons, ATF6 can also upregulate the autophagy‐inducing 
BAG3/HSPB8 complex (Minoia et al, submiƩed).  
(3)  In  contrast, PERK  is  the branch  to decrease  the burden of proteins  in  the ER. PERK 
phosphorylates  and  inactivates  eIF2α  (translaƟon  iniƟaƟon  factor  2α)  to  block mRNA 
translation in general.  Meanwhile, ATF4 is specially induced by eIF2α through recognizing 







essential  for  cell  survival  [69,  70].    InteresƟngly,  ATF4  is  also  involved  in  autophagy 
activation by inducing Atg12[71].     
3‐3‐4 Insulin (IS) pathway  
As  one  of  the most  important  signaling  pathways  in  cell metabolism,  the  Insulin/IGF 
(insulin‐like  growth  factors)  axis  is  responsible  for  promotion  of  cell  proliferation  and 
inhibition of cell death, which are mediated mainly by the PI3K–AKT/PKB pathway and the 
Ras–mitogen‐activated protein kinase  (MAPK) pathway[72‐74].   The  Insulin/IGF axis has 
many  substrates,  two  of  which  being  the  forkhead  box  O  class  transcription  factors 
(FOXOs) and the heat shock transcription factors  (HSFs).   Most of the pioneering studies 
on  FOXO  and  HSF‐1 were  done  in  C.  elegans  and  both  DAF16(FOXO  homologue  in  C. 
elegans)  and HSF‐1 were  found  to be  crucial  for  the downstream  effects of  the  insulin 
pathway on life span, protein quality control and autophagy[75‐79]. 
Whilst  the  HSF‐1  branch  of  this  network  has  been  mainly  thought  to  be  involved  in 
enhancing  the  protein  folding  capability  of  cells[80],  the  FOXO  pathway  has  in  various 





FOXO1/FKHR,  FOXO3a/FKHRL1,  FOXO4/AFX,  and  FOXO6[83].    FOXO6,  expressed  in  a 
specific  temporal  and  spatial  pattern,  is  believed  mainly  involving  in  brain 
development[84].   Currently, FOXO1, FOXO3a and FOXO4 are known  to  share  the most 
elementary and conserved sequence motifs as well as modification features [85]:  (1) the 
DNA‐binding domain (or forkhead (FKH) domain), which recognize (G/C)(T/C)AAA(C/T)AA 
or  TT(G/A)TTT(G/A)(G/C)  in  the  promoter  of  target  genes;  (2)  the  three  AKT‐
phosphorylaƟon sites (Thr24, Ser256, and Ser319 in human FOXO1) that mediate nuclear‐
cytoplasm  shuttling[86, 87].   Generally,  the members of  the  family  can  compensate  for 
each  other[88].    However,  in  knock‐out mice  different  FOXOs  do  show  some  specific 
function  and  expression  patterns:  FOXO1  in  vascular  development,  FOXO3a  in  ovarian 
follicular development, and FOXO4 without any disƟnguishable phenotype [89].       
Nuclear  (active)‐Cytoplasm  (inactive) shuttling  is a critical and generally accepted model 
for regulating the transcriptional activity of FOXOs.  Except for the PI3K–AKT/PKB pathway 
that mediate the nuclear export of FOXO, many other upstream modulators do in parallel 
affect  the  location  of  FOXOs,  these  include  various  kinase  and phosphatase  (SGK, CK1, 
AMPK, JNK, MST1, IKKβ, DYRK1, CDK2, and PP2A), acetylase/deacetylase (CBP/P300, PCAF, 
SIRT1,  SIRT2)  and  ubiquitinase/deubiquitinase  (USP7/HAUSP,  and  Skp2)  [85,  90].  
Irrespective  of  how  FOXOs  are  activated,  the  consequence  will  be  a  change  in  the 
expression profile of its large set of target genes  that regulate many processes including 




























Importantly,  it  has  been  uncovered  that  FOXOs  can  induce  autophagy  through 










forming  aggregates.      Some HSPs  boost  the  protein  refolding  ability  and  facilitate  the misfolded 
protein  to  be  refolded  in  ER;  thereby  also  allow  the  soluble  fraction  of misfolded  protein  can  be 
degraded  by  proteasome,  before  they  form  aggregates;  alternatively,  some  HSPs  can  stimulate 
autophagy to degrade aggregates. 
As another downstream target of the Insulin/IGF axis, HSFs are essential for development 
and  stress  resistance[107].    HSF1  is  known  as  the  major  factors  involved  in  the 
upregulation  of  heat  shock  proteins  that  like  the  UPR  in  the  ER,  serves  to  restore 






All HSFs are highly  similar, and  they all work  through  recognizing and binding  the  same 
heat  shock  element  (HSE)  on  their  target  genes  (HSPs),  although  the manner  in which 
these  HSFs  being  activated  seem  to  be  different  [112].    HSF2  seems  responsible  for 
upregulating many  non‐classical  heat‐shock  genes  and  also  can modulate HSF1  acƟvity 
[113,  114].    HSF4  seems  have  tissue  specific  features  and  mainly  involve  in  lens 
development  [115].   HSF1  is the HSF prototype and has attracted most attention  in this 
field  [116].    How  HSF1  is  processed  to  acƟvate  gene  expression  has  been  studied 
extensively.    Under  stress  conditions,  HSF1  is  thought  to  release  from  the  Hsp90/70 
docking  complex  that  normally  keeps  it  inactive  under  non‐stress  conditions,  and may 
undergo  some  structural  changes  by  not  yet  elucidated  mechanisms.    Then,  HSF‐1 
translocates  into  the  nucleus  where  it  gets  hyperphosphorylated  and  binds  to  HSE  in 
promoter of target genes (mainly HSPs).  Next, the acetylaƟon of HSF1 seems required for 
its release from DNA and the turn‐off of gene expression [110].  
In  mammalian  cells,  HSPs  are  divided  into  HSPC(HSP90),  HSPA(HSP70),  DNAJ(HSP40), 
HSPB(small HSP) and chaperonins (CCT, GroES/EL)[117].   Whilst many of the well‐known 
members  of  these  different  families  have  been  demonstrated  to  be  upregulated  after 





Whilst  HSF‐1  regulated  HSPs  generally  seem  do  serve  in  either  protein  folding  or 
proteasomal  degradation,  less  is  known  about  the  involvement  of  HSP  in  autophagy 




Whilst HspB8 and BAG3 are parƟally HSF‐1  regulated  [121] besides being an UPR  target 













is  required  for maintaining  the cellular nutrients homeostasis, as well as protein quality 







(b)  Cell  self‐Repair  Autophagy  is  required  for  removal  of  damaged  mitochondria 
(mitophagy), peroxisome (pexophagy) and protein aggregates (aggrephagy) [130, 131].  
(c) Protein quality  control     Protein quality  control  is mastered accurately by balancing 
protein  synthesis, protein  folding and protein degradation.   Unlike  steric  considerations 
for proteasomal degradation, autophagy  shows more general or non‐selective property.  
Autophagic  and  proteasomal  degradation  are  closely  linked  with  each  other,  which  is 
exemplified by a boost of autophagy after proteasome inhibition [132, 133].  
(d) Cell maturation and differentiation     As evidence from the phenotype  in ATG knock‐
out mice,  autophagy  also  affects  differentiation.    Similarly,  in Drosophila,  autophagy  is 
essential  for  remodeling  of  the  larval midgut  as well  as  the  development  of  the  larval 
salivary gland[134].   
(e)  Infection  and  immunity    Autophagy  is  involved  in  both  bacteria‐related  and  virus‐
related  infectious  processes  [135‐138].    In  addiƟon,  Beclin1/Atg6 mediated  autophagy 
impedes on lymphocyte development [139].  
(f) Cell death   Controlling cell fate properly is important for development, differentiation 
and  tumor  suppression.  Autophagy  initially  provides  the  adaptive  response  to 
microenvironmental  change  or  stress.   However,  if  the  stress persist  or  the  amount  of 
inflicted damage goes beyond of cellular tolerance, exaggerated autophagy will lead to cell 
death and thus remove the damaged cells to maintain tissue and organismal integrity .  As 
















a  role  in  tumor  suppression.    This  is  supported  by  the  observations  that mutation  or 
deletion of Beclin‐1, which  is  the essenƟal ATG  for autophagy  iniƟaƟon,  is  found  in 40–
75%  of  cases  with  human  breast,  ovarian  or  prostate  cancer  [21].    Even  more  so, 
deficiency  of  Beclin‐1  enhances  tumorigenesis  of  lymphomas,  lung  carcinomas, 
hepatocellular  carcinomas  and mammary  precancerous  lesions  in mice  [144].     On  the 
other hand,  autophagy  can be up‐regulated  to  support  tumor development,  e.g. under 
hypoxia  conditions,  tumor  cells  require  autophagy  to  cope  with  the  low  nutrient 
availability.    In  addition,  autophagy  may  provide  tumor  cells  with  resistance  to 
chemotherapy [145] .   
So,  it  seems  that  impaired  autophagy  can  both  enhance  and  lower  the  risk  of 
tumorigenesis [146]. 
Liver diseases 
Liver, the most  important tissue for organismal metabolism,    is responsible for: 1) amino 
acid metabolism  (synthesis  and  degradaƟon),  2)  glucose metabolism  (gluconeogenesis, 
glycogenolysis  and  glycogenesis),  3)  lipid metabolism  (cholesterol  synthesis,  lipogenesis 
and  lipoproteins  synthesis),  4)  blood  cell  regeneraƟon,  blood  ingredient  replenishment 
and  coagulaƟon  reacƟon,  5)  endocrine  system  homeostasis  (secreƟon  of  IGF‐1, 
breakdown of insulin and other hormones), 6) detoxificaƟon (endogenous toxic metabolic 
products  and  exogenous medicine)  and  7)  compleƟon  of  immunological  eﬀects.    Not 
surprisingly, autophagy  is a critical process  in hepatocytes, and abnormal autophagy has 
been  observed  in many  pathological  liver‐related  disorders,  such  as  insulin  resistance, 
nonalcoholic  steatohepatitis  (NASH),  cirrhosis,  viral  hepatitis,  hepatic  steatosis, mutant 
α1‐Antitrypsin Z protein related diseases and liver cancer [28, 147].   
Brain and neurodegenerative diseases 
Autophagy  has  been  shown  as  an  essential  process  for  the maintenance  of  neuronal 
function[133].    In  both  normal  ageing  and  pathological  neurodegeneration  (such  as 
Alzheimer's  disease,  Parkinson's  disease,  Huntington's  disease  and  amyotrophic  lateral 
sclerosis (ALS)), protein aggregates have accumulated indicative of disturbed proteostasis, 














In  this  chapter,  FOXO1 was  found  to  bind  ATG7  in  cytoplasm  under  stress  condiƟons, 
where it induced autophagy in a manner independent of its action as transcription factor.  
Further,  binding  and  release  of  ATG7  to  FOXO1  was  controlled  by  another  longevity 
regulator, the NAD‐dependent deacetylase sirtuin‐2(SIRT2).  In vivo experiments with mice 
demonstrated that this acƟon of FOXO1 has tumor suppressing eﬀects.  
Chapter	 3:	 the	 role	 of	 FOXO	 on	 neurodegenerative	 polyglutamine	 repeat	
disease.	
Given  the  suggested  role  of  FOXO1  in  inducƟon  of  autophagy  and  that  acƟvaƟng 
autophagy have been suggested as a mean to combat neurodegenerative polyglutamine 
repeat  diseases,  we  tested  eﬀects  of  overexpressing  FOXO1  in  a  cell  model  for 
HunƟngton’s disease.   Strikingly, FOXO1 strongly protected against aggregate  formaƟon, 
but this was found to be unrelated to its ability to induce autophagy.  Instead, we found a 




As  a  follow‐up  of  the  finding  that  FOXO1  upregulation  can  reduce  polyglutamine 
aggregation,  we tested whether or not it could also work on non‐polyglutamine, mutant 
proteins that cause neurodegenerative diseases, such as mutanted Parkin (involved in PD) 
and mutant TDP‐43  (involved  in ALS (Amyotrophic  lateral sclerosis)).    In this chapter, we 
confirmed that FOXO1  is also protective against the formation of aggregates  initiated by 
these mutant proteins.   





polycystic  liver disease, activates autophagy  in a mTOR dependent manner.     These data 








existing  data  on  the  roles  of  FOXO1  in  protein  quality  control  and  the  importance  of 
autophagy in cellular health and disease.   
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FOXO1’s  transcriptional  activity.    In  response  to  stress,  FOXO1  was  acetylated  by 












Cytosolic FOXO1 is essenƟal for the inducƟon of autophagy and tumor suppressor acƟvity 
2 INTRODUCTION	
Autophagy is a unique protein degradation process by which cytoplasmic constituents are 
delivered  to  the  lysosome  for  digestion[1,  2].  On  induction  of  autophagy,  cytoplasmic 
constituents  are  first  sequestered  by  a  phagophore  and  subsequently  form  a  double‐
membrane structure known as the autophagosome. Fusion of the autophagosome with a 
lysosome generates an autolysosome, within which  the  cargo of  the autophagosome  is 
degraded by lysosomal enzymes[3]. 
Accumulated  evidence  has  shown  that  the  autophagic  process  is  related  to  cell  cycle 
regulation,  starvation  adaptation,  ageing,  and  cancer  development[4‐6].  In  response  to 
such  diverse  stimuli  as  genotoxic  chemicals,  oxidative  reagents  and  serum  starvation, 
autophagy is induced for the maintenance of cellular metabolism or for the elimination of 
harmful damaged proteins and organelles, thus facilitating cell survival[7]. Autophagy also 
directly  participates  in  the  intracellular  clearance  of  proteins  and  organelles,  and  the 
accumulation  of  abnormal  proteins  and  organelles  in  autophagy‐deficient  mice  is 
associated with neurodegeneration[8, 9]. 
The  autophagic  process  has  also  been  associated  with  the  inhibition  of  tumor 
development[7,  10‐12]  For  example,  the  allelic  loss  of  the  essential  autophagy  gene 
beclin1  is  linked  with  a  high  frequency  of  several  human  cancers[13,  14].  The  tumor 
suppressor activity of autophagy is also supported by a xenograft mouse model, in which 
autophagy‐defective beclin1‐heterozygous mice[15, 16] or autophagy‐related 4C (Atg4C)‐




homologues  of  the  Caenorhabditis elegans  transcription  factor  Abnormal  Dauer 
Formation‐16 (DAF‐16)[18‐20] and of Drosophila dFOXO[21]. Most FOXO members affect 
crossover  patterns  of  gene  expression  and  bind  to  the  same  DNA  target  sequences, 
suggesting  that  the  FOXO  proteins  have  overlapping  cellular  functions[22‐25].  In 
mammals,  FOXO proteins  also  serve  as potential  tumor  suppressors, because  all of  the 
FOXO proteins have the ability to induce cell cycle arrest, DNA repair and apoptosis[22, 24, 
26]. 
Although  the  pathway(s)  by  which  FOXO  family  members  inhibit  tumor  development 
remain unclear, recent reports raise the possibility that FOXO members are involved in the 
induction  of  autophagy.  For  example,  fasting  in  Drosophila[27]  or  overexpression  of 











3‐1 Endogenous	 FOXO1	 is	 required	 for	 autophagy	 induced	 by	 oxidative	
stress	or	serum	starvation	
To  determine  whether  FOXO1  is  a  direct  factor  in  the  autophagic  process,  we  first 
compared  the  levels of FOXO1 expression  in human  lung cancer cell  line H1299, human 
colon cancer cell  line HCT116 and human cervical carcinoma cell  line HeLa with those of 
two biological markers of autophagy, namely p62 degradaƟon and  LC3‐II accumulation, 
under  normal  conditions,  serum  starvation  (SS)  or  oxidative  stress  (H2O2).  FOXO1 was 
highly expressed  in HCT116 and HeLa  cells, but  virtually no expression was detected  in 
H1299 cells (Fig. 1a). FOXO1 levels seemed to be related to the autophagic process, in that 
p62 degradaƟon and LC3‐II accumulaƟon were significantly  increased  in HCT116 or HeLa 




FOXO1  RNA  interference  (RNAi)  plasmid,  or  a  non‐specific  control  RNAi  plasmid,  was 
transfected  into HCT116  or HeLa  cells  to  establish  stable  FOXO1  knockdown  cell  lines. 
They were, respectively, cultured  in a serum‐free medium for up to 36 h or treated with 
0.5 mM H2O2  for up  to 12 h. Both  serum  starvaƟon and H2O2  treatment  induced  time‐
dependent p62 degradaƟon, or LC3‐II accumulation, in non‐specific RNAi‐treated HCT116 
cells  but  not  in  the  FOXO1  knockdown  HCT116  cells  (Fig.  1b,  c;  Supplementary 
InformaƟon, Fig. S1a, b). The LC3‐II level decreased 24–36 h aŌer serum starvaƟon or 6–




(a) Western blotting was performed to determine FOXO1 expression, p62 degradaƟon and LC3‐II accumulation in 
H1299, HCT116 and HeLa cells in response to serum starvaƟon (SS) for 24 h or 0.5 mM H2O2 for 6 h in the 
presence or absence of E64 and pepstaƟn A (PEPS A). (b, c) Stable FOXO1 knockdown HCT116 cells, or cells with 
an empty RNAi plasmid, were incubated in a serum‐free medium for up to 36 h (b) or treated with 0.5 mM H2O2 
for up to 12 h (c); western bloƫng was performed to detect changes in FOXO1, p62, LC3‐II or β‐acƟn. (d) HCT116 
cells were labelled with [3H]leucine for 48 h, washed and incubated for 24 h, before being subjected to serum 
starvaƟon for 24 h or 0.5 mM H2O2 for 12 h in the presence or absence of 3‐MA. At 12 or 24 h aŌer treatment, the 
relative degradation of long‐lived proteins was measured by counting radioactivity. Data in d are means ± s.d. (n 
= 3). Two asterisks, P < 0.01; asterisk, P < 0.05; NS, not significant, P > 0.05; Student's t‐test. (e) Autophagic 
vesicles or autophagosomes in HCT116 cells or stable FOXO1‐RNAi HCT116 cells, were observed by electron 
microscopy aŌer 24 h of serum starvaƟon. The boƩom picture enlargement showing clearer autophagic vesicles 
indicated by an arrow. The graph shows a statistical analysis of autophagic vesicles in HCT116 cells with or 
without knockdown of FOXO1 in response to serum starvaƟon. Data in e are means ± s.d. (n = 3). (f) LC3‐
immunoposiƟve punctate signals were observed in HCT116 or in stable FOXO1‐RNAi HCT116 cells in response to 
serum starvaƟon for 24 h or 0.5 mM H2O2 treatment. (g) QuanƟficaƟon of LC3‐positive punctate cells in f. Data in 
g are means ± s. d. (n = 3). (h) A rescue experiment using a specific mutated FOXO1 plasmid to validate the 
activity of FOXO1 in the induction of autophagy in HCT116 cells in the presence or absence of serum, with or 
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To measure  the overall  rates of  long‐lived protein degradaƟon, both HCT116  stable cell 
lines were prelabelled with [3H]leucine, 48 h before serum starvaƟon or H2O2 treatment, 
in  the  presence  or  absence  of  3‐methyladenine  (3‐MA),  an  inhibitor  of  autophagy[30]. 
Both  stress  treatments  significantly  enhanced  the  overall  degradation  of  proteins  in 
HCT116  cells  but  not  in  the  FOXO1  knockdown  HCT116  cells,  as  is  characterisƟc  of 
autophagy, and 3‐MA eﬀecƟvely inhibited it (Fig. 1d). 
We also identified numerous vesicular structures with double membranes through the use 
of  electron  microscopy,  but  such  autophagic  structures  did  not  appear  in  FOXO1 
knockdown HCT116  cells  (Fig. 1e). Under  the  same  treatment  condiƟons, punctate  LC3 
signals  were  mostly  observed  in  the  HCT116  cells  under  a  fluorescence  microscope. 
However, this staining was significantly decreased in FOXO1 knockdown cells (Fig. 1f, g). 
We  also  performed  a  rescue  experiment  with  a  specific  mutated  FOXO1‐expressing 
plasmid,  FOXO1(WT)r,  to  validate  the FOXO1's activity  in  the  induction of autophagy  in 
HCT116 cells. FOXO1(WT)r rescued the FOXO1‐RNAi‐induced inactivation of autophagy in 
the  absence  of  serum  (Fig.  1h).  A  similar  requirement  for  endogenous  FOXO1  in  the 
inducƟon of autophagy was  seen  in HeLa  cells  (Supplementary  InformaƟon,  Fig.  S1d–g) 
and  normal  cells  (Supplementary  InformaƟon,  Fig.  S1h).  This  result  indicates  that 
endogenous FOXO1  is generally  required  for  the  induction of autophagy  in  response  to 
starvation or oxidative stress. 
3‐2 Enforced	 FOXO1	 elicits	 autophagy	 in	 a	 transcription‐independent	
manner	
To  further evaluate  the  role of FOXO1  in  the autophagic process, plasmids expressing a 
Flag‐tagged  wild‐type  FOXO1(WT),  a  cytoplasm‐localized  FOXO1(ΔDB)  (deletion  of 
residues  208–220  of  FOXO1(WT)  and  without  DNA‐binding  activity),  and  a  nucleus‐
localized FOXO1(ΔDB‐3A) (Thr 24, Ser 256 and Ser 319 of FOXO1(ΔDB) were each changed 
to alanine) were generated. Those plasmids were  transfected  into H1299  cells  that had 
been pre‐transfected with green fluorescent protein (GFP)‐tagged LC3. The localizaƟon of 
these chimaeric proteins was revealed with a confocal microscope. FOXO1(WT)  localized 
to both  the nucleus and  the cytoplasm. FOXO1(ΔDB‐3A)  localized mainly  to  the nucleus, 
whereas  FOXO1(ΔDB) was  distributed mainly  in  the  cytoplasm  (Fig.  2a,  upper  panels). 
However, as shown  in Fig. 2a, a significant  increase  in  the number of punctate GFP–LC3 
signals was observed in the cells with enforced FOXO1(WT) or FOXO1(ΔDB) expression, in 
comparison with  the  cells  transfected with  an  empty  plasmid  or with  FOXO1(ΔDB‐3A). 
Statistical analysis of GFP–LC3 puncta  in the cells transfected with diﬀerent fragments of 
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punctate signals (lower panels) was observed with a confocal microscope. Scale bars, 10 μm. (b) The numbers of 
punctate GFP–LC3 cells are represented by the raƟo of GFP–LC3‐labelled punctate cells to overall survived H1299 
cells (at least 200 cells were counted). Data in b are means ± s.d. (n = 3). (c) p62 degradaƟon and LC3‐II 
accumulation were evaluated by western bloƫng in H1299 cells transfected with exogenous FOXO1‐expressing 
plasmids menƟoned above. (d) H1299 cells were labelled with [3H]leucine for 48 h, then transfected with a 
control plasmid or various Flag–FOXO1 plasmids, in the presence or absence of 3‐MA or E64 and pepstaƟn A. 
Degradation of long‐lived proteins was measured at the indicated Ɵme, 24 h aŌer transfecƟon. Data in d are 
means ± s.d. (n = 3). (e) A GFP‐tagged FOXO1(3A) or an empty plasmid was co‐transfected with luciferase plasmid 
into H1299 cells. AŌer 24 h, luciferase reporter acƟvity of FOXO1 was measured. RLU, relative luciferase units. 
Data are means ± s.d. (n = 3). (f) A set of RNAi‐resistant rescue forms of FOXO1 plasmids were transfected into 
stable FOXO1‐RNAi HCT116 cells in the presence or absence of E64 and pepstaƟn A. Western bloƫng was 
performed to detect p62 degradaƟon and LC3‐II accumulation. (g) Flag‐tagged FOXO1(WT)r, FOXO1(3A)r, 
FOXO1(3A‐NLSm)r, FOXO1(NESm)r or an empty plasmid were individually transfected into GFP–LC3 pre‐
transfected HCT116 cells (FOXO1‐RNAi treated), and the cellular localization of FOXO1 (upper panels) or GFP–LC3 
punctate signals (lower panels) were observed with a confocal microscope. (h) The numbers of punctate GFP–LC3 
cells are represented by the ratio of GFP–LC3‐labelled punctate cells to overall survived HCT116 cells. Data in h 
are means ± s.d. (n = 3). 
With western bloƫng, LC3‐II accumulaƟon and degradaƟon of p62 were observed only in 




suppressed  the  relaƟve  rate  of  protein  degradaƟon  in  H1299  cells  transfected  with 
FOXO1(WT)  or  FOXO1(ΔDB)  (Fig.  2d),  indicaƟng  that  cytosolic  FOXO1  induces  protein 
degradation by activating autophagy. 
Because  FOXO1  is  a  self‐regulating  transcription  factor[31,  32]  (Fig.  2e),  several  RNAi‐
resistant  forms of  FOXO1 were  generated, which  enabled  the  expression of  exogenous 
FOXO1  in  the  endogenous  FOXO1  RNAi  HCT116  cells.  FOXO1(3A)r  (mainly  localized  in 
nuclei  with  a  strong  transactivity),  FOXO1(3A‐NLSm)r  (a  nuclear  localization  signal 






Subsequently,  messenger  RNA  expression  of  several  significant  autophagy‐associated 
genes as  indicated were detected with a  real‐Ɵme PCR  in H1299 cells aŌer  transfecƟon 
with the set of plasmids (Fig. 3a, b) or in HCT116 cells with serum starvaƟon (Fig. 3b, lower 
panel). Except for p27 expression (a gene directly downstream of FOXO1), FOXO1(WT) did 
not  increase  the  expression  of  other  related  genes  as  tested.  FOXO1(ΔDB)  and 
FOXO1(ΔDB‐3A)  did  not  generate  any  increase  in mRNA  expression  of  these  genes  or 
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SIRT2(168A)‐expressing plasmid. At 24 h aŌer transfecƟon, cells were serum‐starved for 24 h, and the cytosolic 
lysate was extracted for co‐immunoprecipitation with anti‐FOXO1, followed by probing with anti‐Atg7. 
 




that  FOXO1  induced  beclin  1‐independent  or  mTOR‐independent  autophagy 
(Supplementary  InformaƟon,  Fig.  S3).  To  idenƟfy  potenƟal  FOXO1‐interacting  proteins 
associated with autophagy, a FOXO1(WT) plasmid was transfected into H1299 cells, which 
were  examined  for  the  interacƟon  of  any  proteins  including Atg3, Atg4, Atg7,  LC3  and 
Atg10.  Only  endogenous  Atg7  interacted with  FOXO1;  none  of  the  other  Atg  proteins 
interacted  with  FOXO1  (Fig.  5b).  The  interacƟon  of  Atg7  with  FOXO1  was  further 
confirmed by enforced expression of both Flag–FOXO1(WT) and Myc–Atg7 in H1299 cells 




SIRT2(WT) or SIRT2(168A)  (a mutant SIRT2  lacking deacetylase acƟvity) was  transfected 
into HCT116  cells.  In  response  to  serum  starvaƟon,  endogenous Atg7  interacted  solely 






To  investigate whether FOXO1 acetylation  is  required  for  the  induction of autophagy, a 
SIRT2‐RNAi or AGK2 was employed in HCT116 cells or in stable FOXO1‐RNAi HCT116 cells. 
Knockdown of SIRT2 or treatment with AGK2  induced significant degradaƟon of p62 and 
an  increase  in LC3‐II accumulaƟon  in HCT116 cells but not  in stable FOXO1‐RNAi HCT116 
cells  (Fig.  6a, b),  implying  that downregulaƟon of  SIRT2‐induced  autophagy must occur 
through FOXO1. In addiƟon, overexpression of SIRT2(WT), but not of SIRT2(168A), blocked 
the FOXO1‐induced accumulaƟon of LC3‐II, or the degradaƟon of p62 in H1299 cells (Fig. 
6c),  indicaƟng  that  FOXO1  acetylation  is  a  genuine  factor  required  for  the  induction of 
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24 h aŌer transfecƟon, the cells were subjected to serum starvaƟon for 24 h. The cell lysate was extracted and 
immunoblotted with anti‐SIRT2, anƟ‐LC3, anƟ‐p62 or anƟ‐β‐acƟn. (e) H1299 cells were transfected with Myc–
Atg7, Flag–FOXO1(WT) or mutated Flag–FOXO1(KR). At 24 h aŌer transfecƟon, the cytosolic lysate was extracted 
for co‐immunoprecipitation with anti‐Myc, followed by probing with anti‐Flag. (f) H1299 cells were transfected 
with a control plasmid, Flag–FOXO1(WT), Flag–FOXO1(K262R), Flag–FOXO1(K265R), Flag–FOXO1(K274R) or Flag–
FOXO1(KR). At 24 h aŌer transfecƟon in the presence or absence of E64 and pepstaƟn A, the cell lysate was 
extracted and immunoblotted with anti‐Flag, anti‐LC3, anƟ‐p62 or anƟ‐β‐acƟn. (g) LeŌ: H1299 cells were co‐
transfected with GFP–LC3, Flag–FOXO1(WT) or Flag–FOXO1(KR). The formation of GFP–LC3‐labelled punctate 
signals was observed 24 h aŌer transfecƟon. Right: quanƟficaƟon of the raƟo of GFP–LC3‐labelled punctate cells 
to overall survived H1299 cells. Data in g are means ± s.d. (n = 3). Scale bars, 25 μm (b), 10 μm (g). 
 
To  further  examine  whether  interacƟon  between  Atg7  and  acetylated  FOXO1  was 
required  for  the  induction  of  autophagy,  a  software  program,  PAIL  (prediction  of 







therefore  essential  for  FOXO1  binding  to  Atg7.  To  clarify  the  function  of  each  specific 
lysine  in  FOXO1  in  the  induction  process,  FOXO1(WT),  FOXO1(K262R),  FOXO1(K265R), 
FOXO1(K274R) and FOXO1(KR) plasmids were separately transfected into H1299 cells, and 
LC3‐II  accumulaƟon  and  p62  degradaƟon  were  evaluated  by  western  bloƫng.  In 









transfected with  FOXO1(WT)  or  FOXO1 mutants,  and  cell  viability was  determined  by 
propidium  iodide  staining.  The  numbers  of  positively  stained H1299  cells  (indicaƟve  of 
dead cells or cell  loss) were significantly  increased  in FOXO1(WT)‐transfected, FOXO(3A)‐
transfected  and  FOXO1(ΔDB)‐transfected  cells  (Fig.  7a,  upper  panel),  indicaƟng  that 
FOXO1  in both  the nucleus and  the cytosol  is  involved  in  the  induction of cell death. To 
substantiate which kind of cell death is responsible for cell death induced by FOXO1(3A) or 
FOXO1(ΔDB), 3‐MA and an apoptotic inhibitor, Z‐VAD‐fmk, were used. Cell death induced 
by FOXO1(WT) or FOXO1(ΔDB) was markedly  suppressed by 3‐MA, verifying  the  role of 
autophagy  in  FOXO1‐modulated  cell  death  (Fig.  7a,  lower  panel).  This  autophagic  cell 
death  induced  by  overexpressed  FOXO1(WT)  or  FOXO1(ΔDB)  was  also  confirmed  by 
electron microscopy (Fig. 7b). However, cell death induced by FOXO1(3A) was not notably 
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H1299 cells was further transfected with a control plasmid, Flag–FOXO1(WT), or Flag–FOXO1(ΔDB), and the 









cells or FOXO1(ΔDB‐3A)‐transfected  cells  (Fig. 8a; Supplementary  InformaƟon, Fig. S4a). 
However,  tumor  size  and  weight  were  not  apparently  changed  when  FOXO1(ΔDB)‐
expressing  cells  without  Atg7  or  Atg5  were  injected  (Fig.  8a,  b;  Supplementary 
InformaƟon, Fig. S4a). No Atg5–Atg12 conjugaƟons were formed in the Atg5 knockdown‐
transfected  tumor  cells,  and  FOXO1  expression was  essentially  identical  in  the  FOXO1‐
















Figure 8: Cytosolic FOXO1  shows  tumor  suppressor activity  in a xenograft mouse model, and a  relationship 
between FOXO1 and p62 level in human cancer Ɵssue samples. 
(a) Stable H1299 cells with or without Atg7 knockdown were transfected with a control plasmid (group 1), Flag–
FOXO1(ΔDB) (group 2) or Flag–FOXO1(ΔDB‐3A) (group 3); 107 cells were then injected into 18 nude mice, with 6 
mice per group. Seven weeks later the mice were killed and the tumors were weighed and analysed (bottom 
graph). Group 1: tumor weights were 1.22 ± 0.78 g (without Atg7 RNAi) and 1.31 ± 0.43 g (with Atg7 RNAi), P = 
0.426. Group 2: tumor weights were 0.49 ± 0.18 g (without Atg7 RNAi) and 0.80 ± 0.20 g (with Atg7 RNAi), P = 
0.017. Group 3: tumor weights were 1.00 ± 0.40 g (without Atg7 RNAi) and 1.10 ± 0.36 g (with Atg7 RNAi), P = 
0.500. Data are means ± s.d. (n = 6). (b) Expression levels of FOXO1 and Atg7 conjugate in mice tumors were 
determined by western bloƫng. (c) HCT116 cells (107) or stable FOXO1‐knockdown HCT116 cells (107) were 
injected into the left or right hind legs of three nude mice. Six weeks later the mice were killed and the tumors 
were weighed and analyzed (bottom graph). Tumor weights were 0.08 ± 0.10 g (without FOXO1 RNAi) and 0.48 ± 
0.06 g (with FOXO1 RNAi), P = 0.020. Data are means ± sd. n = 3. (d) Protein was extracted from one paired colon 
tumor (T) or adjacent normal tissue (N) from one patient, and western blotting was performed to detect changes 
in FOXO1 or p62. (e) Proteins were extracted from 16 paired samples for western bloƫng with anƟ‐FOXO1 or 
with anti‐p62 anƟbody. Protein bands were scanned with a phosphorimager and relaƟve band intensity was 
normalized to the β‐actin band. FOXO1 of normal Ɵssue, 0.37; FOXO1 of tumor Ɵssue, 0.10; P = 0.001, two‐sided 
t‐test. p62 of normal Ɵssue, 0.32; p62 of tumor Ɵssue, 1.00; P = 0.009, two‐sided t‐test. Data in e are means ± s.d. 




adjacent  normal  tissues,  and  evaluated  FOXO1  expression  and  p62  degradaƟon  by 
western blot analysis. Figure 8d shows one paired case,  in which FOXO1 expression and 
p62  degradaƟon  were  observed  in  normal  Ɵssue  but  were  significantly  decreased  in 
cancerous Ɵssue. Results from all 16 paired normal Ɵssues and from the cancer samples 
are  shown  in  Supplementary  InformaƟon,  Fig.  S4c.  In  general,  p62  degradaƟon  clearly 
paralleled  FOXO1  expression  in  cancer  or  normal  tissues,  indicating  a  probable  causal 















Earlier  reports have  implicated  the  transcriptional  activator  FOXO1  in  the  regulation of 
transcription‐independent  gene  expression.  FOXO1  reportedly  forms  complexes  with 
other  proteins  to  regulate  gene  expression  indirectly,  but  the  nuclear  localization  of 
FOXO1  is a prerequisite for this gene modulation function[33, 34]. The results presented 
here,  however,  suggest  a  specific  function  for  cytosolic  FOXO1  in  the  induction  of 
autophagy.  Because  cytosolic  FOXO1  interacted with  the  tuberous  sclerosis  complex  2 
(TSC2)[35], it is uncertain whether acetylated FOXO1 stabilizes the TSC1–TSC2 complex to 





particularly  its phosphorylation  status[36‐39]. However,  the phosphorylation  status  and 
subcellular  localization of FOXO1 depend on the stimuli[40, 41]. Localization of FOXO1  in 
cancer cells seems to be largely dependent on pre‐existing level(s) of multiple kinases such 
as  Akt[42].  In  full  accord with  these  reports,  our  results  show  that HCT116, HeLa  and 
H1299  cells  consƟtuƟvely  express  high  levels  of  Akt,  and  FOXO1  is  thus  primarily 
distributed in the cytoplasm (Supplementary InformaƟon, Fig. S2b–d). 
The  acetylation  status  of  FOXO  transcription  factors  is  generally  balanced  by  histone 
acetylases  and  HDAC,  including  the  NAD+‐dependent  sirtuins[43‐46].  SIRT1  is  localized 
primarily  in  the nucleus and  linked  to  the  induction of autophagy[47], whereas SIRT2  is 
found primarily in the cytosol[48, 49] and is the main deacetylase of cytosolic FOXO1 (Fig. 
4b–d). We have identified three acetylation sites of FOXO1 (Lys 262, Lys 265 and Lys 274) 
as being  funcƟonal sites  for SIRT2  (Fig. 6e,  f). These diﬀer  from  the previously  reported 
FOXO1  acetylation  sites  (Lys  245,  Lys  248  and  Lys  265)[45,  50], which may  reflect  the 
differing  functions  of  FOXO1  in  the  nucleus  and  the  cytoplasm,  and  its  activation  by 
different deacetylases. In further support of our data, recent studies indicate that FOXO1 
is deacetylated by SIRT2  (Refs  [46, 51]),  in which SIRT2  interacts directly with FOXO1  in 
3T3‐L1 preadipocytes, and FOXO1  is acetylated through the release of SIRT2  in response 
to sƟmuli46. SIRT2 does not seem to deacetylate FOXO3 in 3T3‐L1 preadipocytes46, which 
is also consistent with our data. We observed a very  slight  interaction  in  the cytoplasm 
between FOXO3 and SIRT2 with or without serum starvaƟon (Supplementary Information, 











Atg8–phosphatidylethanolamine  (PE)  in yeast or membrane‐bound  LC3‐II  in mammalian 
cells[55].  We  have  shown  here  that  acetylation  of  FOXO1  is  necessary  for  complex 
formaƟon with Atg7, which in turn is criƟcal for the inducƟon of autophagy (Fig. 6a, e, f). 
However,  it  is  unknown  whether  Atg7  acƟvity  is  enhanced  aŌer  interaction  with 
acetylated FOXO1. Although binding of FOXO1 and Atg7 does not increase the stability of 
Atg7  (Supplementary  InformaƟon,  Fig.  S5b), we  cannot  rule out  the possibility  that  the 
conformaƟon  of  Atg7  is  changed  aŌer  binding  to  acetylated  FOXO1.  In  addiƟon,  Atg7 
activity  may  be  dependent  on  the  formation  of  a  protein  complex,  and  interaction 
between FOXO1 and Atg7 is a prerequisite for the formaƟon of this protein complex. 
Accumulating  evidence  suggests  that  the  autophagic  process  is  also  a  genuine  tumor 
suppressor pathway. A  causal  relationship between  tumor development and autophagy 
revealed monoallelic deleƟon of the Atg gene beclin 1 in many human cancer cells[14] or 
in mouse  xenograft models[15,  16].  In  support  of  this  concept,  the  function  of  several 
beclin  1‐related  proteins,  for  example  UVRAG[56],  bif‐1  (ref.  [57]),  barkor[58]  and 
Rubicon[59,  60],  in  regulating  autophagy  has  been  confirmed.  Another  key  autophagic 
regulatory mechanism  is  the mTOR  pathway.  For  example,  such  tumor  suppressors  as 
PTEN and TSC1/2 promote autophagy by  inhibiƟng the mTOR signalling pathway[61, 62]. 
Conversely, phosphatidylinositol‐3‐OH kinase/protein kinase B with oncogenic properties 
shows  an  inhibitory  effect  on  the  process  of  autophagy  by  activating  the  mTOR 





subunits of mTOR or beclin 1  (data not  shown). Nevertheless,  cytosolic  FOXO1‐induced 
autophagy may  be  a  critical  factor  in  the  anti‐neoplastic  effect  of  FOXO1. We  did  not 
observe  any  increase  in  tumor  size  in  nude mice  when  H1299  cells  transfected  with 






expression  was  well  correlated  with  autophagic  capacity  and  tumor  development  in 
human colon cancer cells, in that p62 degradaƟon was decreased when FOXO1 expression 
was  low  in human colon cancer cells (Fig. 8d, e). As the concept of autophagic cell death 
has  been  supported  by  the  knockdown  of Atg  genes[63‐65],  autophagic  cell  death  has 
become a major consideration in determining how cells maintain homeostasis. 


















a  pGCSIL‐FOXO1  RNAi  plasmid  (5′‐GAGCGTGCCCTACTTCAAG‐3′),  a  pGCSIL‐Atg7  (5′‐
GCTCTTCCTTACTTCTTAA‐3′) RNAi plasmid or a pGCSIL‐Atg5 (5′‐GTGAGATATGGTTTGAATA‐
3′)  RNAi  plasmid,  provided  by  GeneChem.  Plasmids  were  transfected  into  HCT116  or 
H1299 cells, and stable cell lines were established by selecƟon with 10 μg·ml−1 puromycin. 
Construction of lysine mutation of FOXO1 with a mutagenesis kit. 
FOXO1  mutation  constructs  were  generated  with  a  site‐directed  mutagenesis  kit 
(Stratagene,  La  Jolla,  CA).  A  wild‐type  FOXO1  expression  vector  was  used  as  the 
mutagenesis template. FOXO1 was mutated at Lys 262, Lys 265 and Lys 274, separately or 





by Qiang  Tong. Myc–Atg7 was  provided  by  Toren  Finkel.  FOXO1(3A‐NLSm),  FOXO1(3A) 





Equal  amounts of proteins  (100–150  μg) were  size‐fracƟonated by 7.5–15%  SDS–PAGE. 
The antibodies used were anti‐FOXO1, anti‐FOXO3 and anti‐LC3 (Cell Signaling), anƟ‐p62, 
anti‐Atg3,  anƟ‐Atg4,  anti‐Atg10  and  anƟ‐LC3  (MBL),  anƟ‐Atg7,  anƟ‐β‐actin,  anti‐
haemagglutinin‐tag,  anti‐Myc‐tag,  anti‐GFP  (Santa  Cruz)  and  anti‐Flag  (Sigma).  For 
immunoprecipitaƟon,  cells  were  harvested  and  then  lysed  in  an  Nonidet  P40  buﬀer 
supplemented with a complete protease  inhibitor cocktail  (Roche). Whole‐cell  lysates or 
cytosolic  proteins  were  used  for  immunoprecipitation  with  the  indicated  antibodies. 
Generally, 1–4 μg of anƟbody was added to 1 ml of cell lysate, which was incubated at 4 °C 
for 8–12 h. AŌer the addition of Protein A/G‐agarose beads, the incubation was continued 
for 1 h.  Immunoprecipitates were extensively washed with  lysis buﬀer  and eluted with 
SDS  loading  buﬀer  by  boiling  for  5  min.  Main  western  bloƫng  data  showing  p62 












ice,  and  centrifuged  at  12,000g  for  30  s.  The  supernatant  fracƟon was  collected  as  a 






of RNA with oligo(dT)18 primers with  the use of  the SuperScript kit  (Invitrogen). Primer 
sequences of Atg5, Atg6, Atg7, LC3, Atg12 and Bnip3 for RT‐PCR were as follows: ATG5, 5′‐
TTGACGTTGGTAACTGACAAAGT‐3′  and  5′‐TGTGATGTTCCAAGGAAGAGC‐3′;  ATG6,  5′‐
ACCGTGTCACCATCCAGGAA‐3′  and  5′‐GAAGCTGTTGGCACTTTCTGT‐3′;  ATG7,  5′‐
GATCCGGGGATTTCTTTCACG‐3′  and  5′‐CAGCAGCTTGGGTTTCTTGAT‐3′;  LC3,  5′‐
GATGTCCGACTTATTCGAGAGC‐3′  and  5′‐TTGAGCTGTAAGCGCCTTCTA‐3′;  ATG12,  5′‐




day  before  the  experiment.  Cells  were  washed,  incubated  with  leucine‐free  medium 
(leucine‐free  DMEM  +  10%  FBS)  for  1  h  to  exclude  endogenous  leucine;  5  Ci·ml−1 
[3H]leucine was added to the medium in the presence of 1 ml of leucine‐free DMEM with 
10% dialysed FBS for 48 h incubaƟon. AŌer being washed three Ɵmes with 1 ml of DMEM 
containing  2  mM  unlabelled  leucine,  the  cells  were  incubated  for  24  h  in  DMEM 
(containing 10% FBS and 2 mM unlabelled  leucine) to degrade short‐lived proteins. After 
transfecƟon  and  starvaƟon,  cell  aliquots  (100  μl) were  taken  to  detect  radioacƟvity  at 
different time points. The medium was removed; cells were lysed and placed into a vial to 




fixed  with  4%  paraformaldehyde  and  permeabilized  with  methanol.  The  slides  were 
incubated with  blocking  soluƟon  (0.8%  BSA  in  PBS)  and  exposed  overnight  to  primary 
anƟbody  (1:100 diluƟon  for all anƟbodies) at 4  °C. AŌer being washed  three Ɵmes with 
blocking  buffer,  the  slides  were  exposed  to  a  secondary  antibody,  conjugated  to 







Cytosolic FOXO1 is essential for the induction of autophagy and tumor suppressor activity 






the  volume  was  measured.  The  tumors  were  then  homogenized  and  protein  was 
extracted for immunoblotting with anti‐FOXO1, anti‐Atg7, anƟ‐Atg5 or anƟ‐β‐actin. 
Human colon and colorectal cancer samples. 
Sixteen human  colon  and  colorectal  cancer  samples with  adjacent normal  tissues were 
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The  forkhead  transcription  factors  (FOXO)  are  involved  in  many  important  metabolic 
signaling routes. In C. elegans, the FOX ortholog daf‐16 is involved in insulin signaling and 
calorie restriction mediated  life span extension and plays a role  in combating misfolding 
diseases.   We  have  found  previously  that  the  human  FOXO1  could  induce  autophagy 




Here,  we  report  that  FOXO1  overexpression  substantially  decreases  polyglutamine 
aggregation. Surprisingly, although FOXO1 overexpression indeed resulted in activation of 




the  phenotype,  and  several  small  heat  shock  proteins  as  well  as  the  subunits  of 
immunoproteasome were  found  to be upregulated by FOXO1. These  results uncover an 








Protein  homeostasis  is  maintained  by  the  cooperatively  regulation  of  transcription, 
translation,  folding  and  degradation  [6].    Herein,  the  chaperone  system  and  the 
proteasomal  and  autophagosomal  degradation  pathways  intimately  have  to  cooperate 
with  each  other.    However,  several  pathologies,  such  as  Parkinson’s,  Alzheimer’s,  and 
Huntington’s disease,  are hall‐marked by protein aggregates, indicating overwhelming or 
failure of the system[7].  Whilst the precise identity of the aggregated species that lead to 





and disease onset and  in enhanced organism  lifespan  [12, 13].   Two major  transcription 
factors regulated by this Age‐1 pathway are the heat shock transcription factor (HSF1) and 
the  forkhead  transcription  factor daf‐16  (homologues  to  the FOXO proteins  in humans).  
HSF1  regulates  the expression of heat  shock proteins  (HSP)  that  can  chaperone protein 
folding and degradation.  Manipulation of only this branch of the Age‐1 signaling cascade 
also already affects protein aggregation‐related  toxicity and  longevity  in C. elegans  [14, 




The  other  major  downstream  transcription  factor  of  the  insulin/IGF1  pathway,  daf‐




as  of  many  other  genes[25].    Whilst  in  C.  elegans,  the  role  of  daf‐16  in  protein 
homeostasis  seems  clearly  established,  relatively  little  is  known  about  the mammalian 
FOXO proteins  in  terms of  their  role  in protein quality control, protein aggregation, and 
neurodegeneration,  although  one  report  has  suggested  that  it  could  be  generally 
neuroprotective  in mammals  as well  [26].  The  FOXO  family  contains  four members  in 
mammals, named by FOXO1, FOXO3, FOXO4 and FOXO6.  Except FOXO6, FOXO1, 3, 4 are 
commonly  characterized  by  the  forkhead  domain  (DNA  binding  domain)  and  three 
phosphorylation sites  that mediate nuclear‐cytoplasm shuttling[27].    Intriguingly, FOXO1 
and FOXO3a have been shown to be able to transcriptionally upregulate the expression of 
several  autophagy‐related  (Atg)  genes  [1,  28].    Even more  so, we  recently  found  that 
FOXO1 can also induce autophagy in a manner independent of its activity as transcription 
factor but  rather via directly binding  to Atg7  [1].   Since boosting autophagy can help  to 
clear  protein  aggregates  and  has  been  shown  to  reduce  toxicity  in  several  protein 
aggregation disease models [5, 29], we wondered if and by what mechanism, FOXO1, like 






FOXO1 on  the aggregation of  the polyglutamine containing Huntington exon‐1  fragment 
protein  that  is  responsible  for Huntington’s disease.   We  found  that  FOXO1  expression 
substantially decreases polyQ aggregation.  However, autophagy induction by FOXO1 was 
found not to be essential  for suppression of aggregation.   Rather, we  found that FOXO1 







repeats  (HA‐Q43) or GFP‐tagged versions  (GFP‐Q74 with 74  repeats and GFP‐Q119 with 
119 repeats) in HEK293T cells.  After 24 hours, half of the sample was loaded on SDS‐PAGE 
to measure the soluble levels of polyQ fragments (Fig. 1A,C,E); the rest of the sample was 
analyzed  by  the  filter  trap  assay  (FTA)  for  detection  of  the  aggregated  fraction  of  the 
polyQ  (Fig. 1B,D,F).   FOXO1 eﬀectively decreased the aggregation of all polyQ fragments 
tested.   Whilst  for HA‐Q43, the aggregation reduction was paralleled by a decline  in the 
amount of (total) soluble material (Fig. 1A), the soluble fraction of GFP‐Q74 or GFP‐Q119 
was  not  or  only marginally  aﬀected  by  FOXO1  overexpression  (Fig.  1C,  E).    To  further 
establish  the  anti‐aggregaƟon  eﬀect  of  FOXO1,  we  also  quantified  the  number  of 
inclusions  in GFP‐Q119 expressing cells by  image analysis.   FOXO1 overexpression clearly 
reduced the frequency of cells showing inclusion (Fig. 1G,H).   In those cells that did show 
inclusions,  the  size  of  these  inclusions  were  not  aﬀected  by  FOXO1  overexpression, 
suggesƟon FOXO1 expression inhibits aggregate iniƟaƟon, but not aggregate growth.   
So,  consistent  with  the  effects  of  its  ortholog  daf‐16  in  C.  elegans  [22,  30],  also  the 
mammalian FOXO1 can protect against protein aggregaƟon in mammalian cells. 
FOXO1 still suppresses polyQ aggregation in cells that already contain preformed aggregates.  
We  next wondered whether  FOXO1  is  also  able  to  remove  the  pre‐existing  aggregates 
and/or can prevent further aggregation  in cells  in which aggregates already have started 
to  from.    Hereto,  we  generated  a  tetracycline‐inducible  FOXO1  constructs  that  was 
induced  either  concomitantly  with  or  one  day  after  the  polyQ  fragment  encoding 





Given  that FOXO1 has been shown  to boost autophagy  [1, 28] and since autophagy has 
been reported to play a major role  in protection against neurodegeneration by  its ability 
to enhance aggregation clearance  [2, 5, 32], we asked whether  the effects of FOXO1 on 






confirmed  that  also  in  our  HEK293T  cells,  FOXO1  overexpression  lead  to  an  increased 




To  further  test whether FOXO1 prevents polyQ aggregation  in an autophagy‐dependent 
manner or not, we chemically inhibited autophagy by using a combination of bafilomycin 
A1  to  block  the  fusion  between  autophagosome  and  lysosome  with  E64  (a  cysteine 
protease  inhibitor) and pepstatin A  (an aspartyl peptidases  inhibitor)  to efficiently block 
the degradaƟon of LC3II and p62.  
This  combination  effectively  inhibited  the  autophagic  flux  under  all  experimental 
condiƟons  (with  or without  FOXO1  overexpression)  evidenced  by  the  accumulaƟon  of 
both  LC3II  and  p62  (Fig.  3B).  Consistent  with  an  efficient  autophagy  inhibition,  polyQ 
aggregation was higher  in the drug‐treated cells without overexpressed FOXO1 (Fig. 3B,C 
and  Fig.  S2).    However,  FOXO1  sƟll  eﬃciently  reduced  the  levels  of  both  soluble  and 
aggregated polyQ irrespective of the presence or absence of these inhibitors (Fig. 3B,C and 
Fig.  S2).    Similar  effects  were  observed  for  a  combination  of  chymostatin  (a  general 
protease inhibitor) and leupeptin A (to block both serine and thiol proteases).  Whilst the 




3F).    To  confirm  that  FOXO1  indeed  acts  on  polyQ  aggregates  in  an  autophagy‐
independent manner, we overexpressed it in the Atg5‐null cells  together with the HA‐Q43 
construct.  Unlike  HEK293T  cells, MEF  cells  show  a much  lower  transfection  efficiency 
(<20%),  meaning  that  we  could  not  use  the  filter  trap  assay  for  detection  of  polyQ 
aggregation.  Therefore, we analyzed the distribution of the transfected polyQ protein into 
either  the SDS soluble or  insoluble  fraction.   As shown previously  [5],  the co‐chaperone 
BAG3 can only  reduce HA‐Q43  insolubilizaƟon  in  the Atg5‐proficient cells but not  in  the 
Atg5‐null cells (Fig. 3F), consistent with  its presumed mechanism of  inducing aggregation 











cycloheximide  (CHX)  to  block  the  general  protein  synthesis.    Indeed,  the  rate  of 












Given  that  FOXO1  accelerates  the  degradaƟon  of  SDS  soluble  polyQ  fragments  and 




or without  FOXO1  and measured GFP  signals  in  the  transfected  cells.    In  line with our 
hypothesis, FOXO1 was found to  lead to a  lower expression of both Ub‐R‐GFP and ODC‐
GFP  (Fig. 5B,C,  left panel).   As a control,  the  levels of   GFP were not aﬀected by FOXO1 
expression  (Fig. 5A),  suggesƟng FOXO1  indeed enhanced proteasomal  turnover and had 
no translation‐related effects.    
Next,  we  argued  that  if  FOXO1  reduces  polyQ  aggregaƟon  via  enhanced  proteasomal 





ubiquitin  staining even  the  soluble Q43  levels  increased upon  these  inhibitors, not only 
demonstrating that the proteasomal activity had been inhibited eﬃciently (Fig. 5D and Fig. 
S3B,D), but also suggesting that a (drug‐resistant) proteasomal activity was activated that 









(FOXO1‐ΔTAD)  (Fig. 6A).    Interestingly, both FOXO1‐ΔDB and FOXO1‐ΔTAD were strongly 
impaired  in  their  functions  to decrease soluble polyQ  levels and aggregation  (Fig. 6B‐E), 
Also, their ability to enhance the degradation of both Ub‐R‐GFP and ODC‐GFP were largely 
decreased compared to the wild type FOXO1 overexpression (Fig. 6F,G).  This implied that 








PolyQ  aggregation  formation  has  been  shown  to  be  reduced  by  the  overexpression  of 
some members of the Heat Shock Protein families [37].  HSF1 is the one of the main other 
transcriptional  factor  besides  FOXO1/daf‐16  that  is  regulated  by  the  insulin‐IGF1/Age1 
pathway.   HSF1 regulates  the expression of heat shock proteins  (HSP) and several other 
proteins that can chaperone protein folding and degradation that can enhance the celluar 
resistance against proteotoxic stresses [15].  Although the daf‐16 and HSF1 pathways were 
shown to act  independently from each other  in several processes  in C. elegans   [38, 39], 
this has not been formally tested for FOXO1 and HSF1  in mammals.   To explore whether 
the action of FOXO1 was related to a cross activation of HSF1, we used a HEK293 cell line 






















aggregation, albeit  that  these were not  the most potent polyQ aggregation  inhibitors  in 
this  family.   FOXO1 overexpresison did not cause upregulaƟon of HSP70  (not shown) or 














been  reported  to be  involved  in  the bortezomib  resistance  in  cancer patients  [46,  47].  
However,  none  of  the  three  subunits  was  significantly  upregulated  by  FOXO1 
overexpression (Fig. 8C).   
It  has  been  also  reported  that  the  immunoproteasome  (inducible  proteasome)  is 
upregulated in neurodegeneration [48, 49].  So, we next checked whether the subunits of 





To  check whether  the  upregulated HSPBs  (HSPB2, HSPB4, HSPB5  and HSPB6)  (Fig.  8A) 
could  be  (part  of)  the  program  that  FOXO1  induces  to  prevent  aggregation,  we 
overexpressed  each  of  them  with  either  Ub‐R‐GFP  or  ODC‐GFP.    Indeed,  the  sole 
overexpression  of  HSPB2,  HSPB4  and  HSPB6  (but  not  HSPB5)  resulted  indeed  in  the 
degradation of both Ub‐R‐GFP and ODC‐GFP (Fig. 9A,B).  Furthermore, the aggregaƟon of 
polyQ was also reduced by all of the 3 members (Fig. 9C,D), suggesting that these HSPBs  











cell  types  ([1] and  this MS), we  find  this  is not  the primary mechanism whereby FOXO1 
reduces  polyQ  aggregation.    Rather,  we  find  that  the  effects  of  FOXO1  on  polyQ 
aggregation  are  dependent  on  its  transcriptional  activity  and  are  associated  with  an 
increased proteolyƟc acƟvity that is bortezomib resistant.  Furthermore, FOXO1 was found 





Increased expression of  FOXO1 has been  suggested  to be  associated with  an  increased 
autophagic flux both  in a transcritional dependent [28, 50] and  independent [1] manner.  
Autophagy has been demonstrated to be a powerful pathway to clear protein aggregates 
[2,  5].    Since  daf‐16,  the  FOXO1  ortholog  in  C.  elegans, was  found  to  reduce  protein 
aggregation  and  lead  to  lifespan  extension  [2,  51,  52], we  therefore hypothesized  that 






aggregation were  still  seen under conditions where autophagy was either  chemically or 
geneƟcally impaired.  Yet, although we do not rule out the importance of FOXO1‐induced 
autophagy  as  one  of  the  strategies  by which  FOXO1  can  reduce  polyQ  aggregaƟon  as  
secondary late phase response, it must be concluded that FOXO1 also induces an primary 




overexpression  lead  to  an  early  increase  in  proteolytic  activity  as  it  accelerated  the 




Rather, FOXO1 expression appears  to  lead  to a  reduction  in  the  level of polyQ proteins 
(just)  prior  to  their  aggregation.    It  is  tempting  to  speculate  that  some  early  unfolded 
intermediates  are  captured  by  the  FOXO1  up‐regulated  network  for  subsequent 
degradation just prior to form more  indigestible aggregates.   Intriguingly, this proteolytic 






activity has been also  reported  to be present  in some multiple myeloma[46], which has 
been  related  to mutations  in  the proteasomal  subunit PSMB5.   However, we  found no 
eﬀects of FOXO1 on the expression of PSMB5, nor on that of the other subunits (PSMD4 
and PSMB2) of the constitutive proteasome.  We do, however, find a small, but significant 
upregulation  of  several  subunits  of  immunoproteasome,  the  inducible  form  of 
proteasome  (Fig. 8D).   Convincingly,  it has been  reported  that  the expression of PSMB9 
and PSMB8, both subunits of the  immunoproteasome,  increases  in brains of Alzheimer's 
disease (AD) patients as well as in brain extracts from the HD94 condiƟonal mouse model 
of  HD  [49,  54].    But, whether  or  not  this  immunoproteasome  is  less  sensitive  to  the 
chemical proteasomal inhibitors used here is not clear.   
Strikingly,  recent  data  in  C.  elegans  showed  that  daf‐16  also  leads  to  an  increased 
expression of rpn6, a subunit of the 19S proteasome, furthermore, the ectopic expression 
of  rpn‐6  is  suﬃcient  to  confer proteotoxic  stress  resistance and  lifespan extension  [55]. 









Irrespective  of  the  precise  components  involved,  all  data  together  suggest  that  FOXO1 







to degrade polyQ proteins  and prevent  their  aggregaƟon  (Fig. 6) not only demonstrate 





heat  shock  proteins  (HSPB2,  HSPB4  and  HSPB6).    Consistently,  in  silico  analysis  of  the 
promoter of these HSPs revealed the presence of a conserved FOXO1 binding moƟf (Fig. 
S4).   Also  in C. elegans  in which the small heat shock protein  (hsp16) was  found to be a 
downstream  target of daf‐16, hsp16 was suggested as one of  the effector genes  for  the 






overexpression  of  either  one  of  the  mammalian  HSPB  members  were  also  found  to 
upregulate the proteolytic degradation of polyQ proteins and to suppress  its aggregation 
(Fig. 9 and 10),  suggesting  that also  in mammals  they may be  (one of)  the effectors of  
FOXO1.  
Taken together, FOXO1 expressions seems to coordinate an  intricate network of protein 
quality  control  that  serves  to  proteolytically  degrade  early  aggregation  intermediates 
before  forming  larger  inclusions,  a  process  that may  require  the  upregulation  of  small 
HSPs  (maybe  to prevent  rapid  conversion  to  larger aggregates)  and  components of  the 
proteasome  (to unfold and next degrade  these early aggregate  species).  If  FOXO1  level 
remain high, autophagy may be induced as a secondary (back‐up) pathway.  Whilst such a 









In HEK293T  cells, HA  tagged Q43  (A,B) or GFP  tagged Q74  (C,D) or GFP  tagged Q119  (E,F)     was 
transfected with or without FLAG  tagged FOXO1.   HereaŌer,  the  soluble  fracƟon was detected by 
western blotting (A,C,E) and the aggregation was detected by Filter trap assay (B,D,F), or cells were 
processed for  immunofluorescence  imaging (G) staining FLAG with CY3 (red), DNA with DAPI (blue) 
and GFP  indicaƟng Q119 (green)  in which the scale bar  is 100 µm.   The amount of cells containing 








































was  detected  by  the 
filter  trap  assay  (C,F).  
















In HEK293T cells,  (A) FLAG‐FOXO1 was  transfected  for either 1 day or 2 days,  followed by western 
analysis of indicated proteins.  HA‐Q43 was transfected with or without FLAG‐FOXO1 for 18 hours (B‐
E),  followed  by  no  treatment  or  treatment with  either  the  combinaƟon  of  E64,  pepstaƟn  A  and 












FOXO1  for  12  hours,  followed  by  blocking  the  general  protein  synthesis  with  cycloheximide  (50 
microgram/ml) for the  indicated time periods.   Next, the soluble fraction of polyQ was detected by 
western  blotting.    The  ratio  of  soluble  polyQ:tubulin  were  calculated.    All  images  show  typical 




























Figure 6:  the  transcripƟonal acƟvity  is  required  for  the eﬀects of FOXO1 proteolyƟc acƟvity and 
polyQ aggregation. 
In HEK293T cells, HA‐Q43 (B,D), GFP‐Q119 (C,E), Ub‐R‐GFP (F) or ODC‐GFP (G) was transfected with 
























































In DN‐HSF1 stable HEK293  (Flp‐In™ T‐Rex™ 293) cells,  (A) FLAG‐FOXO1 was expressed  for 24 hours 
under  conditions  in which DN‐HSF1 expression was  induced by  tetracycline or was  left uninduced.  
After  heat‐shock  (30  min  45°C),  the  cells  were  incubated  at  37°C  for  another  12  hours.    The 














In  HEK293T  cells,  FLAG‐FOXO1  was  expressed  for  24  hours.    Next,  the  total  RNA  was  extracted 
followed by detecting the mRNA of HSPBs (A), DNAJBs (B), the subunits of constitutive proteasome (C) 
and    the  subunits of  immunoproteasome  (D) by QPCR.      the  total RNA was extracted  followed by 









Figure  9:  Overexpression  of  the  FOXO1  targeted  HSPBs  alone  enhances  degradation  of 
proteasomal substrates and reduce polyQ aggregation. 
In HEK293T  cells, Ub‐R‐GFP  (A), ODC‐GFP  (B) or HA‐Q43  (C,D) was  expressed with or without  co‐
expression of the indicated HSPBs for 24 hours.  The level of the Ub‐R‐GFP (A), ODC‐GFP (B) and the 











In  Flp‐In™  T‐Rex™  HEK293  cells,  frtto‐GFP‐Q119 was 
transfected with or without FLAG‐FOXO1 for 24 hours, 
followed  by  the  incubaƟon  for  another  24  with 




















In  HEK293T  cells, GFP‐Q119 was  expressed with  or 
without FLAG‐FOXO1 for 18 hours, followed by either 




by  filter  trap  assay.    All  images  show  typical 


















with  or without  5  µg/ml  lactacysƟn  for  another  6  hours.   Next, GFP  signals  (A)  and  the  soluble 
fraction  of  polyQ  (B,D)  were  detected  by  western  blotting,  and  the 











The  2000bp  upstream  of  the  transcription  start  site  in  each  of  the 
promoters  of  the  FOXO1  regulated,  indicated  HSPB  members  were 





In  HEK293T  cells,  MYC‐HSPB8,  HA‐TIA1,  V5‐HSP70,  V5‐DNAJB1  and 











(20µM,  sigma  L2884),  ChymostaƟn  (20µM,  sigma  C7268),  Bafilomycin  A1(100nM), 






with  10%  fetal  calf  serum  (Greiner  Bio‐one,  Longwood,  FL,  USA)  at  37°C  under  a 
humidified  atmosphere  containing  5%  CO2.    MEF  cells  were  transfected  using 
Lipofectamine  (Invitrogen) according  to  the manufacturer's  instructions  (2 µg of plasmid 
DNA per 35 mm dish). HEK293T,  the Flp‐In™ T‐Rex™ 293 cells and the DN‐HSF1 293 cells 




YFP‐Q119[4],  FRT/TO‐YFP‐Q119[4],  MYC‐BAG3[60],  PCDNA3‐FLAG‐FOXO1[1],  PCDNA3‐
FLAG‐FOXO3a[1],  GADD34(292‐590)[61],  Rab9AC(consistently  active)[62],  Rab9DN 
(Dominant negative)[62], Ub‐R‐GFP and ODC‐GFP [63] were described previously. 
The  V5‐FOXO1 fragment was amplified from PCDNA3‐FLAG‐FOXO1 construct with BamH1 






HEK293T  cells  was  transfected    with  FLAG‐FOXO1  for  12  hours,  cycloheximide  (work 




For  preparation  of  total  protein  extracts,  cells were washed  once with  PBS  and  lysed 
immediately with 1×Laemmli Sample Buﬀer (62,5mM Tris/HCl pH6,8; 2%SDS; 10% glycerol) 
followed  by  sonication;  in  addition,  NaF(100mM)  and  Na4P2O7  (20mM)  were 
supplemented  freshly  when  phosphorylated  signal  need  to  be  detected.    Protein 



















8.0, 150 mM NaCl),  then  loaded with samples  followed by vacuuming.     The membrane 
were probed as same as in Western Blots. 
ANTIBODY 
GFP  (JL‐8,  BD  bioscience,  Franklin  Lakes,  New  Jersey,  USA),  HA(H3663,  Sigma),  V5 








2µg of  total RNA was  transcribed  in  first  strand  cDNA using Moloney murine  leukemia 
virus reverse transcriptase (Invitrogen). The cDNA synthesis was primed by oligo(dT)12‐18 
(Invitrogen).  QPCR was performed through using SYBR green and iQ5 (Bio‐Rad). 































each mRNA was  analyzed.  The  conserved  binding moƟf  of  FOXO1,  (T/C/G)(G/A/T)AAA 
(C/A)A, was used [64][65]. 
Immunofluorescence 





30min,  then  incubated  with  primary  anƟbody  for  2  hour  at  Room  Temperature.  
Secondary antibody (goat anti‐mouse‐Alexa 594: Molecular Probes) was used according to 
the manufacturer  instrucƟons (1 hour  incubaƟon at RT).   Hoechst 33258 (5µg/ml  in PBS, 
Molecular Probes) for 10 min when DNA staining is needed.  Finally, the microscope slides 
were mounted using CitiFluor mounting medium (CitiFluor Ltd).  Fluorescent images were 
obtained with  a  Leica  Fluorescent microscope  and  processed with  Leica  software  and 
MBF‐ImageJ. 
Statistica analysis 





80°C; work  as 20µM  for 5 hours—not more  than 8 hours  even with 10µM  in HEK293T 
case;  or  work  as  5µM  for  12  hours),  E64 (stock  as  1mM  in  DMSO,  work  as  10µM), 
Pepstatin A (stock as 2mg/ml in 100% ethonal, work as 10µg/ml), Leupeptin hemisulfate 
salt (20µM, sigma L2884), Chymostatin  (20µM, sigma C7268),   Bafilomycin A1 (stock as 
100µM in DMSO, work as 100nM ), Lactacystin (stock 5mg/ml in water, work as 5µg/ml), 








buﬀer  (150mM  NaCl,  0.5%  NP‐40(igepal),  1.5mM  Mg2Cl,  20mM  Tris‐HCl  pH  7.4,  3% 
glycerol),  with  or  without  phosphatase  inhibitors  (4.19mg/ml  NaF  and  8.92mg/ml 
Na4P2O7).  AŌer incubaƟon for 30min on ice (vortex 5 second per 10min), 4X SDS sample 
buﬀer was added,    followed by  sonicaƟon  (5  seconds with 50waƩ, 5  Ɵmes).   Then,  the 
samples were quatified by Bio‐Rad DC Protein Assay (500‐0116).  Add β‐Mercapto‐ethanol 
(5%), and boil for 5 min, the samples are ready to  load for Western‐Blot.   Staining S6K‐p 
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of Parkinson’s disease or with a  truncated  form of TDP‐43  (TDP43 ΔC)  that  triggers  the 
formation of aggregation and disease in Amyotrophic lateral sclerosis (ALS). We find that 
FOXO1  indeed  reduces  aggregation of both Parkin  (C289G)  and TDP43 ΔC  in  a manner 
that  depends  on  its  transcriptional  activity  and  that  is  related  to  enhanced  proteolytic 
activity of  the FOXO1 expressing  cells.  Like  for polyQ   proteins, active autophagy  is not 
required. Also, there  is no global enhancement of proteasomal activity. Rather, our data 
suggest  that FOXO1  results  in  the enhanced degregaƟon of  these clients at a  stage  just 
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2 INTRODUCTION		
Daf‐16  is  a major  downstream  targets  of  the  insulin/insulin‐like  growth  factor  1  (IGF1) 
signalling  (IIS)  pathway  and  has  been  shown  to  be  protective  against  aging  and 
neurodegeneration caused by polyglutamine proteins  in C. elegans [1, 2].   We (CHAPTER 
3) and others [3] recently found that overexpression of the mammanlian daf‐16 ortholog 
FOXO1  also  reduces  polyglutamine  aggregation  in  mammalian  cell  lines.    We  found 
(CHAPTER 3) that FOXO1 does so by elevaƟng the cellular proteolytic activity in a manner 
that  depends  on  its  action  as  transcription  factor.  As  a  result,  non‐aggregated  polyQ 
proteins were disposed before they could initiate aggregation. 
Given  that  several  other  (heritable)  neurodegenerative  disorder  are  also  initiated  by 
aggregaƟon  of  mutant  proteins,  we  wondered  whether  FOXO1  could  also  protect 
aggregation of non‐polyglutamine proteins.   Hereto we chose to  investigate the effect of 
FOXO1 on aggregaƟon caused by Parkin mutant  (causive of Parkinson’s disease  [4, 5] or 
related  to  the  pathologic  TAR  DNA‐binding  protein  43  (TDP43  ΔC)  that  causes 
Amyotrophic lateral sclerosis (ALS) [6, 7].   
Parkin, encoded by the PARK1 gene, is a component of the E3 ubiquiƟn ligase complex [8].  
It  has  been  reported  that  the  mutant  parkin  can  cause  autosomal  recessive  juvenile 
Parkinson’s disease, which  is  a  familial  and early‐onset  form of Parkinson’s disease  [4].  
Here, we used the parkin RING domain mutant  (C289G) that causes protein aggregaƟon 




Amyotrophic  lateral  sclerosis  (ALS)  patients;  this  causes  its  sequestration  into  the 
characteristic cytoplasmic aggregates or inclusions [7].  Expression of this cleaved TDP‐43 
fragments  (TDP43 ΔC)  in cells  indeed  triggers  the  formation of aggregates    [12, 13] and 
was used in this report to study putaƟve eﬀects of FOXO1.   
Here, we  report  that FOXO1 overexpression suppresses  the aggregaƟon of both mutant 
parkin  (C289G)  and  TDP43  ΔC.  Consistent  with  our  previous  observations  on 
polyglutamine proteins (CHAPTER 3), the transcripƟonally inacƟve, mutant form of FOXO1 
(ΔDB) that can activate autophagy [14] is far less efficient to protect both diseases‐causing 
proteins  from  aggregation, most  likely  by  activating  a  cellular  program  that  enhances 
proteolytic degradation.           
3 RESULTS	
FOXO1	 suppresses	 the	 aggregation	 of	 both	 parkin	 and	 TDP‐43	 in	 a	
transcriptional	activity	dependent	manner.	
It has been  found  that  the expression of  the disease  related mutant of parkin  (C289G) 
efficiently  triggers  aggregate  formation  in  cells  [9].    Indeed,  also  when  expressed  in 






cotransfected  FLAG‐tagged Parkin  (C289G) with  FLAG‐tagged  FOXO1.    Intriguingly, both 
the soluble and insoluble fraction of mutant parkin was strongly reduced when wild type 
FOXO1 was  co‐expressed  (Fig. 1A,  lane 2).   This  is  similar  to what we observed  for  the 
eﬀects of FOXO1 on polyQ aggregaƟon, where the overexpression of FOXO1 reduced the 
amount of aggregation  in parallel with enhancing  the degradation of  the  soluble polyQ 
before  they  could  aggregate  (CHAPTER  3).    These  eﬀects  of  FOXO1  on  polyglutamine 
proteins were fully dependent on  its transcriptional activity, which suggested that  it was 
unrelated to the ability of FOXO1 to induce autophagy, which can occur in a transcription‐
independent manner as well  [14].   To  test whether  the  same was  true  for  inhibition of 
Parkin  aggregaƟon,  we  used  two  mutants  of  FOXO1,  one  in  which  the  DNA‐binding 
domain has been deleted  (FLAG‐FOXO1  ΔDB) and  that  lacks  transcriptional activity, and 
one  that  is  constitutively  active  (FLAG‐FOXO1  3A)  [14].    We  first  checked  the 
transcripƟonal (in)acƟvity of these mutants through measuring the mRNA  level of p27, a 





4).    In  contrast,  the  transcripƟonally  inacƟve  FOXO1  ΔDB  did  not  suppress  parkin 
aggregaƟon  (Fig.  1A,  lane  3).    Thus, we  conclude  that  FOXO1  also  suppresses mutant 
parkin aggregation in a transcription dependent manner.  
Next, we  invesƟgated the eﬀects of FOXO1 on the aggregaƟon of the truncated  form of 
TDP‐43  (TDP43  ΔC),  another  entirely  different  protein  that  also  has  causes  protein 
aggregation,  which  is  associated  with  Amyotrophic  lateral  sclerosis  (ALS)  and 
Frontotemporal dementia  (FTD).   Consistent with previous  reports  [12, 17], we  showed 
that  this TDP‐43  fragment  forms  insoluble aggregates within 72 hours aŌer  transfecƟon 
(Fig. 1B).   Again FOXO1 overexpression reduced  this aggregaƟon and  in parallel reduced 
the soluble  levels of TDP43 ΔC  (Fig. 1B).   Also,  in  this case,  the  transcriptional deficient 
FOXO1   ΔDB  failed  to show  the same while  the  transcripƟonally acƟve  form, FOXO1‐3A 
was effective (Fig. 1B).    
To address whether the reduction of Parkin aggregation by FOXO1  is due to accelerated 
Parkin  degradation  rather  than  an  effect  on  its  translation, we measured  Parkin  levels 
following translational inhibition by cycloheximide (CHX).  To do so, Parkin with or without 
FOXO1  was  expressed  for  only  12  hours,  before  Parkin  aggregaƟon  is  initiated.  
Interestingly, the steady state levels of Parkin now were identical for cells with or without 





this  was  dramatically  decreased  in  the  cells  that  overexpressed  FOXO1  (Fig.  2A, 
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Also  for  soluble  TDP43 ΔC,  the  steady  state  levels  and  rate  of  degradation  upon  CHX 
addition are not affected by FOXO1 overexpression early after transfection  (Fig. 2B, at 0 
hour).   Given that mutant TDP‐43 requires up to 72 hours to form aggregates, we so far 
were unable  to chase  the CHX  timing  just prior  to aggregate  initiation.   However, given 
that we do see  reduced steady state TDP43 ΔC  levels 72 hours aŌer  transfecƟon  in  the 
FOXO1 overexpressing cells  (Fig. 1B) and no aggregates, the combined data suggest that 
also here  FOXO1  related eﬀects act on  the mutant TDP‐43  somewhere  in between  the 
soluble and the aggregated state..   
To  further  test  this hypothesis  that  the  eﬀects of  FOXO1  are not due  to  a  general up‐
regulation of a nonspecific protein degradation program, we co‐transfected FOXO1 with 
several other stable, soluble proteins like HSP70, DNAJB1, HSPB8, TIA1 or HSPB1. Clearly, 
the  steady  state  levels of all  these proteins were  found  to be unaﬀected by FOXO1 co‐
expresssion (Fig. 4). 
Since  macro‐autophagy  has  been  reported  as  an  efficient  pathway  for  aggregates 
clearance  [18‐20], we wondered whether  this  could be  the pathway  that  is  induced by 
FOXO1  to  prevent  early  intermediates  of  Parkin  and  TDP‐43  to  form  large  insoluble 
inclusions.  This would be also consistent with the finding of others and us that autophagy 
can  be  induced  by  FOXOs  under  certain  conditions  [14,  21].    To  explore  this, we  used 
ATG5‐/‐ cells that are autophagy deficient  [22, 23]  Both Parkin and TDP‐43 aggregaƟon is 
elevated in ATG5‐/‐ cells when compared to ATG5 +/+ cells, suggesƟng that autophagy can 
indeed  prevent  the  aggregation  of  both  proteins  (Fig.  3).    However,  FOXO1  sƟll  could 
prevent the aggregation of both mutant Parkin and TDP‐43 in the ATG5‐/‐ cells (Fig. 3A, B), 





(A) FLAG tagged Parkin mutant (C289G) was cotransfected with either wild type FLAG‐FOXO1 or 
FOXO1 mutants (FLAG‐FOXO1 ΔDB and FLAG‐FOXO1 3A) in HEK293T cells.  24 hours after 





western blotting.  The signal of Parkin aggregates was detected in stacking gel, which corresponds to 
the high molecular weight form.  (B) FLAG tagged TDP‐43 mutant (TDP43 ΔC) was cotransfected with 
wild type FLAG‐FOXO1 or FOXO1 mutants (FLAG‐FOXO1 ΔDB and FLAG‐FOXO1 3A) in HEK293T cells.  
After 72 hours, cell lysates were made and analysed by western blotting. 
 
Figure 2.  The turnover of Parkin and TDP‐43 mutants in FOXO1 overexpression cells. 
FLAG tagged Parkin mutant (C289G) (Panel A) or FLAG tagged TDP43 ΔC (Panel B) was cotransfected 
with wild type FLAG‐FOXO1 in HEK293T cells and 12 hours aŌer transfecƟon, 50 µg/ml cycloheximide 
(CHX) was added to the medium, after which cell lysates were prepared at the indicated time points 










induced  by  mutant  Parkin  and  TDP‐43  in 
autophagy deficient cells.  
FLAG tagged Parkin C289G (Panel A) or TDP43 
ΔC (Panel B) was cotransfected with either wild 
type FOXO1 or FOXO1 mutants (FOXO1 ΔDB or 
FOXO1 3A) in both Atg5 +/+ and Atg5‐/‐ cells 
for 24 hours.  Lysates were collected and the 
indicated proteins were detected by western 
blotting;  aggregation was detected in the 
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Figure 4.  FOXO1 does not change steady state levels of stable proteins.  
Wild type FLAG‐FOXO1 was cotransfected with either V5‐HSP70, V5‐
DNAJB1, MYC‐HSPB8, HA‐TIA1 or GFP‐HSPB1 24 hours after which cell 













Wild type FLAG‐FOXO1 or FOXO1 mutants (FLAG‐FOXO1 ΔDB and FLAG‐
FOXO1 3A) was transfected in HEK293T for 24 hours.  Hereafter, the total 
RNA was extracted followed and p27 mRNA expression was measured 
using QPCR.         
4 DISCUSSION	
So,  in  all  aspects  the  protecƟve  eﬀects  of  FOXO1  on  aggregaƟon  of  either  the  Parkin 
mutant  (C289G)  or  TDP‐43 mutant  (TDP43  ΔC)  resemble  those  seen  for  its  effect  on 
protein  aggregaƟon  of  polyQ  proteins  (Chapter  3):    autophagy  is  not  essenƟal  and  a 
proteolytic activity  is enhanced that  is specific to proteins that are on their way to  form 
aggregates, but not  affect  them when  they  are  still  soluble.  In  line,  the degradation of 
stable non‐aggregaƟon prone proteins is not aﬀected by the FOXO1 regulated network.  
The  FOXO1  regulated  network  includes,  amongst  others,  components  of  the 
immunoproteasome and  some  small HSPs  (Chapter 3) and we  found  that  these  FOXO1 
regulated  HSPs  alone  are  already  able  to  support  such  a  degradation  process.  
Interestingly, also  in C. elegans, daf‐16 was  recently  found  to  lead  to upregulaƟon of a 
proteasomal  activity  that was  capable of  combating  aggregation  formation  and  related 
toxicity [24]. 
The combined data thus suggest a model (see figure 5) by which early misfolded species 
that  form small oligomeres are  recognized by FOXO1‐regulated small HSPB members  to 





proteolytically degraded by a  (immuno)proteasome  that may be  composed of different 




proteins  or  that  may  even  collaborate  in  disaggregating  intermediate  complexes 







































5%  CO2  atmosphere.    MEF  cells  were  transfected  using  Lipofectamine  (Invitrogen) 












HEK293T  cells  was  transfected    with  FLAG‐FOXO1  for  12  hours,  cycloheximide  (work 
concentraƟon: 50µg/ml) was added to the medium (1mg/ml concentrated cycloheximide 




(1%  SDS  in  PBS,  and  the  protease  inhibitor  (cocktail)  was  added  freshly)  followed  by 
sonication twice and protein measurement.  Glycerol blue buﬀer (final concentraƟon is 5% 
glycerol with bromophenol blue) was added into all the samples before loading on 12.5% 




protease  inhibitor  (cocktail) was  added  freshly)  after which  the  samples  are  sonicated 
twice  followed by protein measurement.   Glycerol blue buﬀer  (final concentraƟon  is 5% 
glycerol with bromophenol blue) was added into all the samples before loading on 12.5% 
SDS‐PAGE gel without boiling.  In western blotting, the aggregation will be detected in the 
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polycystic  liver  disease  (ADPLD).  Hepatocystin  functions  in  the  processing  of  nascent 
glycoproteins  as  the  non‐catalytic  beta  subunit  of  glucosidase  II  (Glu  II)  and  regulates 
calcium release from endoplasmic reƟculum (ER) through the inositol 1,4,5‐trisphosphate 
receptor  (IP3R).  Little  is  known,  however,  on  how  cells  respond  to  a  deficiency  of 
hepatocystin.  In  this  study,  we  demonstrate  that  knockdown  of  hepatocystin  induces 
autophagy,  the  major  intracellular  degradation  pathway  essential  for  cellular  health. 
Ectopic  expression  of wild‐type  hepatocystin,  but  not  pathogenic mutants,  rescues  the 
siRNA‐induced effect. Our data  indicate that the  induction of autophagy by hepatocystin 
deficiency  is mediated  through mammalian  Target  of  Rapamycin  (mTOR).  Despite  the 
resulting severe reduction in Glu II activity, the unfolded proteins response (UPR) pathway 
is not disturbed. Furthermore, the inhibiƟon of IP3R‐mediated transient calcium flux is not 











Mutations  in  the  gene  encoding  hepatocystin  (also  known  as  80K‐H)  (PRKCSH)  are 
associated with autosomal‐dominant polycystic liver disease (ADPLD) [1, 2]. The hallmark 
of ADPLD  is  the  formation of multiple  cysts  scattered  in  the  liver parenchyma.    In  late 
stages,  the  presence  of  large  cysts may  cause  increased  intra‐abdominal  pressure  that 
becomes disabling for certain patients.  Currently, surgical operations to reduce or remove 
the cysts are the only option for treatment [3, 4].  
Hepatocystin  normally  resides  in  the  lumen  of  endoplasmic  reticulum  (ER),  where  it 
functions  as  the  non‐catalytic  beta  subunit  of  glucosidase  II  (Glu  II)  [5‐9].  The 
heterodimeric Glu II complex is responsible for the removal of the two innermost glucose 
residues  from  N‐linked  oligosaccharides  on  newly  synthesized  glycoproteins  [10,  11]. 
These  two cleavage events are  important  steps during nascent glycoproteins’ entry and 
exit  from  calnexin/calreticulin‐assisted  folding  process  [12].  In  addition  to  its  role  in 
glycoprotein folding, hepatocystin has recently been shown to interact with and regulate 
the  inositol 1,4,5‐trisphosphate  receptor  (IP3R), an  intracellular  signaling hub on  the ER 
[13].   
Despite our  knowledge on  the normal  function of hepatocystin,  little  is  known on how 
cells respond to  its deficiency.  In many cases, defective protein glycosylation and folding 
trigger  the  unfolded  protein  response  (UPR),  which  leads  to  reduction  of  protein 
translation, upregulation of the chaperones, as well as retrotranslocation and degradation 
of  misfolded  proteins  [14].  In  addition,  recent  studies  suggest  autophagy,  the  major 
intracellular degradation pathway, can also be induced in response to ER stress [15‐19].  In 
this pathway, obsolete or damaged  cytosolic proteins  and membrane‐bound organelles 
are  sequestered  into  specialized  degradation  vesicles,  autophagosomes,  and  degraded 
upon autophagosome‐lysosome/endosome fusion [20, 21].  Although excessive amount of 
autophagy  can  be  harmful,  autophagy  within  physiological  level  is  generally 
cytoprotective; and the critical roles of autophagy in processes such as tumor suppression, 
immune response, and prevention of neuron degeneration are well recognized [22‐26].  In 
particular,  studies using mouse models have  shown  that autophagy  is beneficial  for  the 
health of the liver under normal or pathological conditions [27, 28].  Nevertheless, direct 
evidence is lacking as for whether hepatocystin deficiency affects autophagy. 
Here we  set  out  to  study  the  potential  link  between  hepatocystin  and  autophagy. We 
present evidence  that deficiency of hepatocystin  induces autophagy  instead of  the UPR, 
and that the induction is mediated through mammalian Target of Rapamycin (mTOR). 
3 RESULTS	








puncta  formation. HeLa cells stably expressing GFP‐LC3 were  treated with control  (NS) or hepatocysƟn specific 
siRNA for 72 hrs. Cells were then observed by confocal microscopy for GFP‐LC3 puncta. (A) RepresentaƟve images. 














analyzed  by  immunobloting  as  indicated.  (D)  Representative  images  of  immunoblotting  analysis.  (E) 
QuanƟficaƟon of the amounts of LC3‐II relative to actin. The average value  in the control cells without  inhibitor 
treatment was normalized as 1. Error bar, standard deviaƟon  from 3 experimental  repeats.  (F, G) siRNA oligos 
targeting different  regions of  the hepatocystin  transcript produce  the same effect. HeLa cells stably expressing 
GFP‐LC3 were treated as in (A). Oligo 2 targets another region of the ORF; Oligo 3 targets a non‐coding region. (F) 
Representative  images  of  immunoblotting  analysis.  (G) Quantification  of  the  amounts  of  free GFP  relative  to 
acƟn.  The  average  value  in  the  control  cells  was  normalized  as  1.  Error  bar,  standard  deviaƟon  from  3 
experimental repeats. 
To test whether autophagy  is  induced by a deficiency of hepatocystin, we first examined 
the  effect  of hepatocystin  knockdown  in Hela  cells  stably  expressing GFP‐LC3. GFP‐LC3 
serves as a  label  for autophagic structures since  lipid‐conjugated LC3  is concentrated on 
autophagosomal membranes [29].    In addition, the GFP moiety  is relatively stable  in the 
autolysosomal lumen aŌer the inner vesicle of an autophagosome and the LC3 moiety are 
broken down by  lysosomal hydrolases; thus the amount of free GFP moiety signifies the 
level of autophagosome turnover  [30].   As shown  in Figure 1A and B, the knockdown of 
hepatocystin caused a substantial  increase  in the number of GFP‐LC3 punta.   In contrast, 
few GFP‐LC3 puncta were observed in non‐specific siRNA treated cells.  Furthermore, the 
amount  of  free  GFP  was  significantly  higher  in  hepatocystin  knockdown  cells  than  in 
control cells (Fig. 1C), indicating that autophagy is induced.  To verify that the phenotype is 
not  an  artifact  of  overexpressed GFP‐LC3, we  then  examined  the  level  of  endogenous 
proteins  in  Hela  cells.  As  shown  in  Figure  1D  and  E,  the  knockdown  of  hepatocystin 
enhanced  the  expression  of  LC3,  especially  the  lipid‐conjugated  form,  LC3‐II.  More 
importantly,  inhibition  of  lysosomal  proteases  by  E‐64  and  pepstaƟn A  led  to  a  higher 
boost  in  the  amount  of  LC3‐II,  indicating  that  the  knockdown  of  hepatocystin  causes 
greater turnover of LC3. We also examined the amount of p62, an LC3‐interacting cargo‐
adaptor  protein  that  is  degraded  by  autophagy  [31].    Consistent  with  an  increase  of 
autophagic flux, the amount of p62 was decreased  in hepatocystin knockdown cells; and 
the decrease was  repressed by  lysosomal protease  inhibitors  (Fig. 1D).  To  rule out  the 
possibility of any off‐target effect of  the  siRNA oligos, we  tested  siRNA oligos  targeting 
different regions of the transcript and found similar results (Fig. 1F and G). Taken together, 
these data indicate that hepatocystin knockdown induces autophagy.   
Previous  reports  have  demonstrated  that  hepatocystin  functions  as  the  non‐catalytic 
subunit of Glu II in the ER [5‐9].  We therefore examined whether the effect on autophagy 
is unique  to hepatocystin alone or  is mediated  through  the Glu  II complex. As shown  in 
Figure 2A, knockdown of hepatocystin reduced the activity of Glu II to a comparable level 
as knockdown of the alpha catalytic subunit (encoded by GANAB), confirming its function 
in  the  Glu  II  complex.  In  cells  with  the  alpha  subunit  knocked  down,  the  effects  we 
observed  on  the  formation  of  GFP‐LC3  puncta  and  on  the  lysosome‐dependent 
degradation  of  endogenous  LC3  and  p62  were  comparable  to  those  in  cells  with 
hepatocystin  knocked  down  (Fig.  2B‐E).  Furthermore,  a  similar  result was  obtained  for 




























which  results  in  truncation  of  the  protein.  Accordingly, we  chose  three  representative 
truncaƟon mutants  (156X, 198X, and 414X) and  tested  their eﬀects on  the  inducƟon of 
autophagy.  In  Hela  cells  stably  expressing  GFP‐LC3,  the  expression  of  the  full‐length 
hepatocystin  completely  eliminated  the  autophagy  response  introduced  by  the 
knockdown  of  endogenous  protein,  including  the  formation  of  GFP‐LC3  puncta,  the 
producƟon of free GFP moiety, and the degradaƟon of p62 (Fig. 3A‐D). In contrast, none of 
the  truncation  variants  retained  the  autophagy  suppressing  ability.  These mutants  also 

















The  removal  of  glucose  residues  by  Glu  II  is  critical  in  the  processing  and  folding  of 
glycoproteins  in  the ER  [10‐12].    Since hepatocystin  knockdown  impaired Glu  II  activity 
(Fig.  2A),  we  reasoned  that  it  might  induce  autophagy  through  disturbing  the  UPR 
pathway [18, 32, 33].  To test this hypothesis, we examined the transcriptional regulation 
of UPR pathway proteins. The knockdown of hepatocystin did not significantly change the 
mRNA  levels  of  GRP78,  CHOP,  and  calreƟculin  (Fig.  4A‐D).  In  contrast,  inhibition  of 
disulfide  bond  formation  by  dithiothreitol  (DTT)  caused  a  drastic  increase  in  their 
expression,  indicaƟng  that  the  UPR  signaling  pathway  is  intact.  The  amount  of  ATF6 







































not aﬀect  the acƟvity of  IP3R  (Fig. 5A), even  though autophagy was efficiently  induced 
under  such  condition  (Fig.  2B‐E).  These  results  indicate  that  the  inhibition  of  IP3R‐
mediated transient calcium flux  is not necessary for the  induction of autophagy and that 
at least another pathway is involved. 








(A)  Knockdown  of  hepatocysƟn,  but  not  the  alpha  subunit  of  Glu  II,  reduces  IP3R  acƟvity.  Hela  cells  stably 
expressing TN‐XXL, a cytosolic calcium sensor, were treated with indicated siRNA oligos for 72 hrs before confocal 
microscopy  observaƟon.  FRET  signals were  collected  every  20  s  for  a  period  of  340  s.  40  s  aŌer  observaƟon 
started, cells were sƟmulated with 20µM ATP.   (B) Knockdown of hepatocystin does not change resting calcium 
levels in the cytosol or the ER lumen. Hela cells stably expressing TN‐XXL, or D1ER, an ER‐localized calcium sensor, 




Figure 6. HepatocysƟn regulates autophagy through mTOR.           (A) Knockdown of hepatocystin  inhibits mTOR. 
Hela cells were treated with control (NS) or hepatocysƟn specific siRNA for 72 hrs or serum‐starved for 6 hrs. Cell 








specific siRNA  for 48 hrs.  Immunoblotting  results are presented as  in Fig. 1D and E.  (D‐G) Hela cells expressing 
GFP‐LC3  were  treated  as  in  (B)  and  analyzed  by  fluorescence  microscopy  or  immunoblotting.  (D,  E)  For 
fluorescence microscopy  analysis,  the  signal  of GFP‐LC3 was  imaged directly;  the  signal of Rheb  variants was 
obtained by an  immunofluorescence procedure using anti‐HA  (Q64L) or anƟ‐myc  (D60K) primary anƟbody and 
CY3‐conjugated  secondary  antibody.  Data  are  presented  as  in  Fig.  1A  and  B.  Scale  bar,  10µm.  (F,  G) 
Immunoblotting data are presented as in Fig. 1F and G. 
To  indentify  the  pathway  responsible  for  the  induction  of  autophagy  by  hepatocystin 
deficiency, we next examined the involvement of mTOR signaling pathway. Although well‐
known  for  its  central  role  in  nutrient‐deprivation  induced  autophagy,  recent  studies 
suggest mTOR  is  also  regulated by ER  stress  [19, 37].   As  shown  in  Figure 6A, nutrient 





of  autophagy  under  such  condition.  For  this  purpose, we  overexpressed  a  constitutive 
acƟve  form  of  Rheb  (Rheb Q64L), which  posiƟvely  regulates mTOR  [39].    As  shown  in 
Figure  6B,  the  expression  of  Rheb Q64L  restored  the  acƟvity  of mTOR  in  hepatocysƟn 
knockdown cells. Concurrently, it also suppressed the degradaƟon of p62 and the increase 






It  should be noted, however,  that  there was no detectable  change  in  the expression of 
hepatocystin  or  the  alpha  subunit  of Glu  II  in  cells  under  nutrient  starvation  (Fig.  7A). 
Furthermore,  overexpression  of  neither  hepatocystin  nor  the  alpha  subunit  attenuated 
starvation‐induced  autophagy  or  the  inhibition  of mTOR  (Fig.  7A  and  B).  These  results 
indicate  that  even  though both hepatocystin deficiency  and nutrient  starvation  inhibits 



















In  this study, we show  that  the deficiency of hepatocystin  impairs  the  function of Glu  II 
and  induces  autophagy.  The  induction  of  autophagy  is  caused  not  only  by  the  loss  of 
normal  endogenous  proteins,  but  also  by  the  presence  of  pathogenic  hepatocystin 
mutants.  During  this  process,  the  inhibition  of  mTOR  is  an  essential  step;  and  the 
autophagy  response  can  be  eliminated  if  the  activity  of  mTOR  is  maintained.  The 




















the  liver  leads  to  abnormal  enlargement  of  the  organ  and  accumulation  of  aberrant 
membrane  structures  and protein  aggregates  [27].  In  a disease model with pathogenic 
aggregate‐prone protein  in  the  liver, autophagy  is  instrumental  in  its clearance  [28, 40]. 
Secondly, autophagy protects cells from glycosylation‐related ER stress. Tunicamycin  is a 
commonly  used  antibiotic  for  ER  stress  research.  By  interfering  with  the  synthesis  of 
oligosaccharide precursors,  it acts on the same pathway where Glu  II functions: N‐linked 
protein  glycosylation[41].  For  cells  challenged  with  tunicamycin,  the  induction  of 
autophagy  confers  a  survival  advantage[15,  16].  Thirdly,  suppression  of mTOR  reduces 
cystogenesis  in autosomal‐dominant polycystic kidney disease  (ADPKD). ADPLD  is closely 
related to ADPKD, although the latter is a more severe disease that affects both the kidney 
and  the  liver  [4].  Genetic  defects  in  ADPKD  lead  to  activation  of  mTOR;  and  the 
suppression of mTOR by rapamycin reduces cyst formation.[42, 43] Although these studies 
did  not  examine  autophagy  directly,  it  is  reasonable  to  assume  that  autophagy  was 
induced  by  the  rapamycin  treatment  and  therefore might  contribute  to  the  observed 
therapeutic effect.   
It should be noted, however, that only a few clinical studies of polycystic liver have been 
performed with ADPLD  clearly  distinguished  from ADPKD  [44,  45]. At  present,  it  is  not 
known whether there is a constitutive inhibition of mTOR pathway in patients affected by 
PRKCSH mutations. Furthermore, the effect of mTOR inhibition is not limited to autophagy 
inducƟon. A major  funcƟon  of mTOR  substrate  S6K1,  for  instance,  is  the  regulaƟon  of 
general protein translation, which might also account for the observed therapeutic effect 
[46]. Future studies, ideally containing data from both clinical surveys and animal models, 














been  shown  to  regulate  the  activity  of  mTOR  [51,  52].  Whereas  the  knockdown  of 
hepatocysƟn did aﬀect the transient flux of calcium through  IP3R,[13] the knockdown of 
the  catalyƟc  subunit  of Glu  II  did  not  (Fig.  5A),  even  though  autophagy was  eﬃciently 
induced under such condition (Fig. 2). Moreover, we did not detect any significant changes 
in  the  resting  calcium  concentrations  in  either  case  (Fig.  5B).  Likewise,  although 






Cells were grown  in DMEM medium  (GIBCO, 12800‐017)  supplemented with 10% heat‐
inactivated  fetal  bovine  serum  (Hyclone,  SV30087.02)  and  1%  Penicillin‐Streptomycin 
(Sigma, P4333), in a 37 °C incubator with a humidified, 5% CO2 atmosphere. The chemicals 
used  in  our  experiments  were:  E‐64  (Sigma,  E3132),  Pepstatin  A  (Sigma,  P5318), 
Bromoconduritol  (Santa  Cruz,  sc‐201367),  DTT  (Tiangen,  RT103),  ATP  (Sigma,  A26209), 





gift  from  Dr.  Aviva M.  Tolkovsky.  The  pRcCMV‐myc‐GluII‐beta  and  pRcCMV‐myc‐GluII‐
alpha plasmids were giŌs from Dr. Kazuo Yamamoto. Plasmid pD1ER was a gift from Dr. 
Tullio Pozzan with permission from Dr. Roger Tsien. Plasmid pTN‐XXL was a gift from Dr. 
Oliver Griesbeck.  The  Rheb‐D60K‐myc  and  Rheb‐Q64L‐HA  plasmids were  gifts  from Dr. 
Kun‐Liang Guan.  
Vectors  expressing  truncated  variants  of hepatocystin were  constructed  from pRcCMV‐







Transfection  of  siRNA  oligos  and  plasmids  was  performed  using  Lipofectamine  2000 















was  performed  from  2  µg  of  total  RNA with  oligo(dT)18  primers  using QuantScript  RT 
(Tiangen,  KR03‐03).  Primer  sequences  for  real‐time  PCR  analysis  were  retrieved  from 
















The  activity  of  Glucosidase  II  was  measured  as  described  previously  with  minor 
modifications.[53]  In brief, the assay was performed at 37°C  in 0.1 ml of reacƟon buﬀer 
containing 2mM 4‐MUG and 50 mM PIPES (pH 7.0). The reacƟon was terminated aŌer 3 
hrs  by  the  addiƟon  of  1.5  ml  of  0.5  M  glycine  (pH  10.7).  Fluorescence  of  4‐




4%  paraformaldehyde  (15 min  incubaƟon  at  room  temperature)  and  observed  by  an 
Olympus FV1000 confocal microscope using default settings.  Images were collected with 
the  center  of  nucleus  in  focus.  Immunofluorescence  microscopy  was  performed  as 











Briefly,  Hela  cell  lines  stably  expressing  TN‐XXL  (cytosolic  calcium  sensor)  or  D1ER  (ER 
lumenal  calcium  sensor)  was  established.  To  measure  resting  calcium  concentrations, 
FRET  signal was  collected by  confocal microscopy  from un‐stimulated  cells. To measure 
the  acƟvity  of  IP3R,  cells  expressing  TN‐XXL  was  sƟmulated  with  20  mM  ATP  and 
monitored continuously to record calcium flux. For each experimental group, fluorescence 
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Autophagy  is  a  catabolic process  , which  is mainly  responsible  for degrading  long‐lived 
proteins,  removing  damaged  organelles  (mitochondria,  endoplasmic  reticulum,  Golgi 
apparatus,  peroxisomes,  endosomes,  and  ribosomes)  and  cleaning  protein  aggregates 
through fusion of the autophagosomes with lysosome.  Through this “self‐eating” process, 
cell  cannot  only  prevent  further  damage  but  also  recycle  essential  components  under 
conditions of nutrient shortage in an efficient way, thereby properly adapting to either the 
sudden change of energy supply or cell damaging  conditions.   
In  chapter 1, we have  summarized  the main  components  required  for  the execution of 
autophagy  and  the  diverse  signaling  networks  that  can  affect  this  process.   We  also 









FOXOs,  as  important  downstream  targets  of  the  insulin  signaling  pathway,  have  been 
shown to play multiple roles in regulating cell cycle, differentiation, nutrients metabolism, 
DNA  repair,  detoxification  and  cell  death.    These  actions  are  thought  to  rely  on 
translocation of FOXOs to the nucleus where they act as transcription factors to regulate 
the expression of a large set of target genes, whilst FOXOs have always been assumed to 
be  inactive when present  in the cytoplasm  [1].   However, chapter 2 presented evidence 
that FOXO1 (one of the 4 members  in FOXO family)  is not only acƟve  in the nucleus as a 
transcription factor, but also functions  in the cytoplasm as a regulator of the autophagic 
flux.  Autophagy was upregulated by the overexpression of both full length FOXO1 as well 
as  by  FOXO1  mutants  that  lack  their  DNA  binding  domain  and  thus  cannot  act  as 
transcription  factor.    Inversely,  the autophagic  flux was  substantially  reduced  in  cells  in 
which FOXO1 expression was low or knocked down by siRNA treatment.  We next showed 
that  cytosolic  FOXO1  interacted with  Atg7  (one  of  the  essenƟal  factors  in  autophagy), 
which was key to the upregulaƟon of   autophagy.  In addiƟon, we showed that SIRT2 (an 
histone  deacetylase  involved  in  regulating  several  age‐related  events)  catalyzed  the 
deacetylaƟon  of  FOXO1  thus  blocking  the  FOXO1‐Atg7  interacƟon  under  normal 
conditions.    Furthermore,  the  dissociaƟon  of  FOXO1  from  SIRT2  is  essenƟal  for  the 
induction  of  autophagy  under  stress  conditions  like  starvation  and  hydrogen  peroxide 
treatment.   These findings demonstrate an unprecedented novel, non‐canonical function 







Altered  autophagy  has  often  been  implied  to  play  a  role  in  tumor  development  and 
progression.   However, both tumor suppressing and tumor promoting effects have been 





Many  neurodegenerative  diseases  (including  Parkinson’s,  Alzheimer’s,  Huntington’s 
diseases  as  well  as  Amyotrophic  lateral  sclerosis  (ALS))  are  hallmarked  by  the 
accumulation of insoluble amyloid‐like inclusions or protein aggregates.   
As  previously  hypothesized,  several  factors may  be  responsible  for  this  disturbance  of 
protein  homeostasis  (proteostasis):  (1)  an  overload  of  the  pathologically  misfolded 
proteins,  (2)  a  reduced  protein  refolding  ability  (mediated  by  HSF‐1  dependent  or 
independent  chaperones)    and  (3)  an  impairment  of  the  cellular  degradaƟon  systems 
(ubiquitin‐proteasome or autophagy‐lysosome) or a combination of these pathways.   
It has been repeatedly demonstrated that daf‐16 (the homologue of FOXOs in C. elegans) 
plays an  important  role  in maintaining proteostasis, and can protect  the organism  from  
neurodegenerative effects induced by several pathological aggregation‐prone proteins [3, 
4].    In  fact, daf‐16 has been demonstrated  to be one of  the  key  factors  in  the  lifespan 
extension effects of Age‐1, the C. elegans equivalent of the insulin signaling pathway.  As 
we found that human FOXO1 enhanced autophagy (chapter 2), which has been suggested 
as a key pathway  to clear protein aggregates  [5], we  invesƟgated whether FOXO1 could 
also restore proteostasis  in mammalian cell  lines that expressed mutant proteins causing 
protein aggregaƟon leading to neurodegeneraƟve diseases (chapter 3 and 4). 
First,  we  tested  the  eﬀects  of  FOXO1  on  the  polyglutamine  (polyQ)  induced  protein 
aggregaƟon  (chapter  3).    Consistent  with  the  reports    in  C.  elegans,  we  found  that 
elevated FOXO1 expression indeed suppressed polyQ aggregaƟon.  However, unlike what 
we  found  in  chapter  2,  the  suppression  of  polyQ  aggregaƟon  was  dependent  on  the 
transcripƟonal  acƟvaƟon  acƟvity  of  FOXO1.    Even more  surprisingly,  the  induction  of 
autophagy, which  is  indeed  seen upon elevated FOXO1 expression was not  the primary 
pathway  responsible  for  the  FOXO1 mediated  suppression  of  aggregaƟon.    Rather, we 




























Polycystic  liver  disease  (PCLD)  is  an  autosomal  dominant  inherited  disorder,  which  is 
esƟmated  to be present  in 0.05–0.13% of  the populaƟon  [6].   So  far,  two proteins have 
been  implicated  in  the  pathogenesis  of  PCLD,  namely  the  DNAJ  chaperone  Sec63  and 





induction  could be  reversed by overexpressing  the wild  type hepatocystin, but not  the 










Autophagy has been  generally  considered  as  an  energy  supplier  as well  as  a branch of 
protein  quality  control,  it  is  therefore  essential  for  both  physiological  homeostasis 
maintenance  and  stress  resistance  all  to  ensure  the  cellular  integrity  and  stability.  
Considering  the  importance  of  autophagy  in  both  physiological  and  pathological 
processes, better understanding of how we can modulate autophagic  flux  in cells  finally 
may facilitate the development of better or personalized therapies for several diseases in 
which autophagy is deregulated. 









directly  interacting with  and  boosting  of  the  core machinery  consisting  of  numbers  of 
Atg(s).   This theory  is also supported by our work, showing that  (1)  in a mammalian cell 
model of liver disease, hepatocystin can cross‐talk with the mTOR pathway to change the 
autophagic  flux;  (2)  in  a mouse model  of  tumor  development,  FOXO1  can  boost  the 
autophagic flux by directly interacƟng with Atg7. It is worthy to note that, autophagy, the 
bulky  and  largely  non‐selective  degradation  process,  can  response  to  a  diversity  of 
stresses and are linked to the major decision making pathways of cellular fate (either the 
mTOR pathway  for cell survival or apoptosis  for cell death).   This  therefore  implies  that 
autophagy  itself,  not  only  a  very  general  response,  but  also  that  its  alteration  as  such 
(although physiologically most  likely aimed  to protect cells) cannot predict cell  fate, but 
always will depend on other factors,  i.e. the cellular context and severity of the stress as 
well  as  the  magnitude  by  which  it  induces  autophagy.    So,  aiming  to  modulate  the 
autophagic  flux  for  treating  disease  still  harbors  a  number  of  challenges  in  terms  of 
diseases‐specificity, timing of treatment and possible unwanted side effects.  In fact,  even 
within one disease  (e.g.  cancer) differential outcomes  can be  envisioned depending on 
when  and how one  should manipulate autophagy. This  is exemplified by our own data 
presented  in chapter 2 showing that FOXO1 overexpression (leading to more autophagy)  
in tumor cells before their injection into nude mice results in tumor cell death, such that 
FOXO1+/+  tumor  cells  are  far  less  aggressive  than    FOXO1  ‐/‐  tumor  cells.  Inversely,  
already existing tumors growth slower when autophagy is inhibited [8, 9]. This is generally 
achieved by chemical  inhibitors though, which still could mean that specific pathways of 
inducing autophagy, such as  those  induced by FOXO1, maybe combined with  the enƟre 
network  that  is  activated  by  this  transcription  factors,  still  could  have  tumor  inhibiting 
potential after the tumor has formed.   
Given our  findings  chapter 3  and 4, elevated  FOXO1 expression may be  separated  in 2 
stages:  an  early  induction  of  transcriptional  program  of  cytoprotective  chaperones  and 
elevated proteolytic activity which,  if not  sufficient and not auto‐regulatory  in  terms of 
FOXO1  breakdown,  is  followed  by  a  secondary  induction  of  autophagy  as  part  of  the 
transcriptional  program  as  a  back‐up  mechanism.  Interestingly,  this  pathways  is 
specifically maintained  in  a manner  that  is  no  longer dependent on  the  transcriptional 
activity of FOXO in (tumor) cells that show a hyperacƟvaƟon of the PI3K/AKT pathway [10‐
12].  At  this  stage,  autophagy  is  overactivated  and  no  longer  protective  but  results  in 
cancer cell death (chapter 3). 
Since  it  has  been  repeatedly  demonstrated  that  elevated  FOXO/daf‐16  expression 
prolongs lifespan extension and proteotoxic stress resistance in the largely post‐mitotic C. 
elegans,  in  which  there  is  no  hyperacƟvaƟon  of  the  IIS(PI3)/Akt  pathways,  one  may 
assume that stage 3 is not acƟvated and thus (largely) post‐mitotic tissues (like the brain) 
might benefit  from  the health promoting program activated by FOXO.   Rapidly dividing 
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Cellen  maken  niet  alleen  voortdurend  nieuwe  eiwitten  en  bouwen  steeds  nieuwe 
compartimenten  en  structuren,  maar  moeten  deze  ook  steeds  kunnen  afbreken  en 
recyclen van hun eigen onderdelen of te verwijdering van die onderdelen die beschadigd 
of niet meer nodig zijn. Een van de strategieën om dit  laatste te doen  is door autofagie. 
Door het  transporteren  van disfunctionele of beschadigde  cellulaire  componenten naar 
lysosomen  (de  cellulaire  “vuilverbrandingsoven”)  kunnen  cellen  voedingsstoffen 
hergebruiken en verdere schade voorkomen. Autofagie wordt sterk gereguleerd en is  van 
essentieel  belang  voor  aanpassing  van  cellen  op  plotselinge  veranderingen  in  de 
energievoorziening of op celbeschadigen omstandigheden. 
    Hoe  autofagie  werkt  en  hoe  het  wordt  geregeld,  is  samengevat  in  hoofdstuk  1. 
Autofagie  wordt  hoofdzakelijk  uitgevoerd  door  een  aantal  zogenaamde  Atg  (s),  de 
producten van autofagie genen  (ATG). De expressie van Atg  (s) en dus de activiteit van 
autofagie  wordt  geregeld  door  de  diverse  signaleringspaden,  waarvan  de  werking 
afhankelijk van de aard van de stress en van het celtype. 
 
Ontregeling  van  de  activiteit  van  autofagie  is  geassocieerd  met  vele  fysiologische  en 
pathologische  aandoeningen,  zoals  kanker,  neurodegeneratie,  microbiële  infecties  en 
veroudering. Hoewel in sommige omstandigheden ontoereikende autofagie het probleem 
lijkt, is in andere gevallen sprake van overactieve autofagy. In dit proefschrift hebben we 








van  FOXO1  autofagie  geïnduceerd  in  vivo  werd  aangetoond  in  een  tumor  model  in 
muizen, waaruit bleek dat deze opgereguleerd autofagie door FOXO1 de ontwikkeling van 
tumoren verminderde. Dit was niet alleen in overeenstemming met de eerder gemelde rol 
van  FOXO1  als  tumor  suppressor,  maar  benadrukt  ook  (verder)  dat  activering  van 
autofagie  een  potentiële  strategie  voor  de  behandeling  van  kanker.   De  celbiologische 
nieuwswaarde van deze gegevens betreŌ de mulƟfactoriele rol van FOXO1 in de cellulaire 
homeostase: FOXO1 regiseert dus niet alleen als transcriptiefactor verschillende cellulaire 
processen  (met  inbegrip  van  de  celcyclus,  differentiatie,  voedingsstoffen metabolisme, 
DNA herstel en ontgifting) maar ook  in een transcriptie factor onafhankelijke manier het 




bestrijding  van  neurodegeneratieve  ziekten  (zoals  de  ziekte  van  Parkinson,  Alzheimer, 
Huntington  ziekten  of  Amyotrofe  laterale  sclerose  (ALS)),  hebben  we  vervolgens  in 









van de  ziekte  van Huntington,  kon onderdrukken  (hoofdstuk  3). Vergelijkbare  remming 
werd gevonden voor aggregatie van mutant Parkin (veroorzaakt de ziekte van Parkinson) 
en  een  een  mutant  van  het  TAR  DNA‐bindend  eiwit  43  (TDP‐43)  (veroorzaakt  ALS) 
(hoofdstuk 4). Tot onze verbazing echter was deze acƟviteit van FOXO1 niet gerelateerd 
was aan het vermogen om autofagie te induceren. In plaats daarvan bleek dat FOXO‐1, in 
een  transcriptie‐afhankelijke wijze,  leidde  tot een verhoogde expressie van  zowel kleine 
heat shock eiwitten en componenten van het  immunoproteasoom. Dit was geassocieerd 
met  een  verhoging  van  de  proteolytische  activiteit  van  de  cellen,  waardoor  verkeerd 
gevouwen eiwitten (net) voor hun aggregatie konden worden afgebroken. Onze gegevens 
in  de  hoofdstukken  3  en  4  suggereren  een  model  waarin  het  FOXO1‐geïnduceerde 
transcriptionele  programma  een  repertoire  van  eiwitten  opreguleert  die  binden  aan 




eiwit  kwaliteitscontrole  kan  verklaren  waarom  de  acƟvering  van  FOXO1  leidt  tot  een 
algehele  weerstand  tegen  vele  vormen  van  proteotoxiche  stress  en  waarom  FOXO  i 






PCLP.  In  hoofdstuk  5  laten  we  zien  dat  een  vermindering  in  de  expressie  van  dit 
hepatocystin  leidt  tot  abnormaal  hoge  autophagic  activiteit.  Deze  effecten  worden 
gemedieerd wordt  via  de  zogenaamde mTOR  signaaltransductie  route,  een  belangrijke 
route  die  autofagie  regelt  wanneer  er  een  tekort  aan  voedingsstoffen  ontstaat.  Deze 
bevinding  suggereert  het  normale  hepatocystin  op  een  of  andere  manier  autofagie 
onderdrukt,  hetzij  via  zijn  functie  in  de  cellulaire  stofwisseling  of  in  eiwit 
kwaliteitscontrole.  Deze  controle  lijkt  verdwenen  bij  het  gemuteerde  hepatocystin, 
waardoor de cel  te veel autofagie activeert en dus dood gaat. Dus, bij PCLD  is  remming 












    Cells  not  only  constantly  make  new  proteins  and  build  new  compartments  and 
structures  but  also  can  break  down  and  recycle  their  own  components  if  these  are 
damaged or no  longer needed.   One of  the  strategies  to do  the  latter  is by autophagy.  
Through delivering of the dysfunctional or damaged cellular components to lysosomes for 
degradation, autophagy enables cells to reuse the nutrients as well as to prevent further 








conditions, such as cancer, neurodegeneration, microbial  infection and ageing.   Whilst  in 
some  conditions,  lack of  adequate  autophagy  seems  to be  the problem,  in other  cases  
overactive autophagy has been  linked to disease. In this thesis, we addressed the role of 
(dysregulated)  autophagy  in  cancer  (chapter  2),  neurodegeneraƟve  diseases  (chapter  3 
and 4), and in polycysƟc liver disease (PCLD), a rare liver disorder (chapter 5). 
In chapter 2, we  found  that FOXO1, a  transcription  factor  regulated by  the  longevity‐
related  insulin  signaling pathway,  can boost  the  activity of  autophagy.    Intriguingly, we 
found  that  this  is  caused  by  directly  binding  of  FOXO1  to  Atg7  and  occurs  enƟrely 
independent  from  its  transcriptional  activity.    The  physiological  significance  of  FOXO1 
induced autophagy  in vivo was demonstrated  in a mouse  tumor model, which  revealed 





cell  cycle,  differentiation,  nutrients  metabolism,  DNA  repair  and  detoxification)  and 
second as direct interactor and regulator of the autophagic pathway.  




Alzheimer’s, Huntington’s diseases as well as Amyotrophic  lateral sclerosis  (ALS).    In  line 
with  data  previously  obtained  in  C.  elegans with  daf‐16  (the  orthologue  of  the  human 
FOXO  proteins  in  C.  elegans), we  found  that  FOXO1  overexpression  can  suppress  the 
aggregation  of  polyglutamine  containing  proteins  causative  of  Huntington’s  disease 
(chapter 3) as well as that of mutant Parkin (causing Parkinson’s disease) and a truncated 
TAR DNA‐binding protein 43 (TDP‐43)(causing ALS) (chapter 4).  To our surprise, here this 


















which  mutations  have  been  shown  to  cause  PCLD,  leads  to  the  abnormally  high 
autophagic  activity.    This  effects  is  mediated  via  the  so‐called  mTOR  pathway,  an 
important  route  that  regulates  autophagy  under  conditions  of  nutrient  shortage.    This 
finding  suggests  wild  type  hepatocystin  somehow  suppresses  autophagy  either  via  its 
function  in  cellular metabolism or  in protein quality  control.    So, here  the  inhibition of 
autophagy  (rather  than  activation) might  be  considered  as  a  therapeutic  invention  for 
PCLD patients.   
To  conclude:  the  observations  and  hypothesis  we  presented  in  this  thesis  not  only 
highlight  the  importance of autophagy  in both physiological and pathological processes, 
but also contribute to better understand how we can modulate the autophagic flux that 
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Histone  deacetylase  inhibitor  depsipeptide  activates  silenced  genes  through  decreasing 
both CpG and H3K9 methylaƟon on the promoter.        
Mol Cell Biol 2008, 28:3219‐3235. 
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